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agent  against  syphilis,  the  field of bioinorganic  (medicinal)  chemistry has made  a  great 
leap  forward.  Imaging  agents  containing  GdIII  ions  have  proven  to  be  useful  in  MRI 
diagnostic  studies  due  to  their  unique magnetic  properties,  resulting  from  their  large 
number of unpaired electrons and  long electron‐spin  relaxation  times.[1] The  complexes 




are  clinically  used  for  the  evaluation  of  stroke  and  myocardial  perfusion  imaging, 
respectively.[1] However, one of the greatest accomplishments in the field of bioinorganic 






Cancer  is  a group of diseases defined by unregulated  cell  growth  and  the  invasion  and 
migration  of  cells  to  neighboring  tissue.[3]  Cancer  starts  at  a  genomic  level  where 
deleterious mutations  to DNA  that are not  repaired by DNA  repair mechanisms  such as 
nucleotide excision repair (NER), and that are passed on to daughter generations, can lead 
to  the  formation  of  oncogenes.  These  genes,  which  are  involved  in  regulation  of  cell 
growth,    cell differentiation or  cell death  can  together with mutated  tumor  suppressor 
genes,  lead  to  the  formation of cancer.[3] With a mortality rate of 171 per 100.000 men 
and women per year (2008‐2012) this disease is one of the leading causes of death in the 













effect  could  be  ascribed  to  the  platinum  hydrolysis  byproducts  formed  by  the  ‘inert’ 
platina electrodes. Further  investigations  showed  that  the  inhibition of  cell division was 
caused  by  the most  active  species  cis‐[PtCl4(NH3)2]  and  cis‐[PtCl2(NH3)2].  These  species 










to  apoptosis  of  the  cell.[8]  After  intravenous  administration  the  drug  enters  the 
bloodstream and stays mostly  intact due to the relatively high concentration of chloride 
anions  in  the blood plasma  (100 mM), preventing hydrolysis of  the  complex. However, 
after  diffusion  of  the  complex  through  the  cell  membrane,  or  upon  cellular  uptake 
mediated by a copper transporter, the complex hydrolysis  inside the cell due to the  low 
concentration  of  chloride  ions  in  the  cytoplasm  (~4 mM),  forming  a  positively  charged 
reactive  species  that  cannot  pass  lipid  bilayers.[8]  This  species  either  forms  a 
monofunctional DNA adduct via N7 of guanine, or a bifunctional DNA adduct which cause 
a major  distortion  of  the DNA,  thereby  preventing  transcription.    This DNA  platination 
either triggers repair mechanisms such as nucleotide excision repair (NER) to repair DNA, 
which, when upregulated,  leads to drug resistance, or to programmed cell death such as 
apoptosis  and  subsequent  tumor  elimination.[9]  Some  cancers  are  intrinsically  resistant 
against cisplatin, while others develop this resistance after prolonged exposure. Such drug 
resistance  has  been  also  attributed  to  increased  levels  of  the  ‘scavenger’  tripeptide 
glutathione or metallothionein, which  leads  to a decreased  intracellular accumulation of 
cisplatin  and  increased  tolerance  of  the  DNA  adducts.[9]  Although  the  side‐effects  of 
cisplatin  and  drug  resistance  can  be  circumvented  using  different  analogues  such  as 












its  potential  value  for  use  in  anticancer  drugs when  Dwyer  and  coworkers  found  that 
tris(3,4,7,8‐tetramethyl‐1,10‐phenanthroline)ruthenium(II)  dichloride  showed  some 
inhibitory  effects  on  the  growth  of  Landschütz  ascites  tumor  in mice.[12].  For  the  past 
twenty years, complexes of this metal have demonstrated to have great potential both in 
vitro and  in vivo.[13] Two of the most studied ruthenium drugs are NAMI‐A ([H2Im][trans‐
RuCl4(DMSO)(Im)])  (Im  =  imidazole,  DMSO  =  dimethylsulfoxide)  and  KP1019  (trans‐
[tetrachloridobis(1H‐indazolium)ruthenate(III)).  NAMI‐A  (Figure  1.3a)  has  low  potency 
against  primary  tumors  in  vitro,  but  it  has  shown  to  be  very  effective  against  tumor 
metastasis in vivo.[14] KP1019 (Figure 1.3b) on the other hand, has shown great promise in 
vitro  against  several  cancer  cell  lines[15]  and  entered  Phase  I  clinical  trials.[15] However, 
poor water‐solubility of  this  compound halted  further  investigation. Currently  the more 
water‐soluble sodium derivative of KP1019, KP1339 (Figure 1.3c) is under investigation in 







phototherapy.  Their  ability  to  absorb  light  in  the  visible  region  (400  –  700  nm)  of  the 
electromagnetic  spectrum  due  to  very  strong  metal‐to‐ligand  charge  transfer  (MLCT) 
bands  is  often  accompanied  by  photochemical  processes  such  as  photoreduction,[18] 
oxidation,[18]  luminescence,[19]  isomerization[20]  or  substitution.[21]  The  outcome  of  the 
competition  between  these  different  photochemical  processes  can  be  fine‐tuned:  by 
modulating  the  ligands  bound  to  ruthenium,  phosphorescence  can  be  enhanced  or 







(PDT)  and  allows  spatial  and  temporal  control  over  toxicity  of  the  drug.  It  has  been 
proposed for the treatment of easily accessible tumors (e.g. skin, neck, head and mouth) 
but  also of more difficult  tumors  such  as prostate, pancreatic  and brain  tumours using 
interstitial PDT (I‐PDT).[22] Two types of PDT are generally distinguished, both of which are 
catalytic processes.[23]  In PDT Type  I the photosensitizer  is excited by the absorption of a 
photon  and  after  inter‐system  crossing,  reacts  from  the  generated  triplet  state  with 
molecular  dioxygen  directly  via  an  electron‐transfer  mechanism  (Figure  1.4)  to  a 
superoxide. In PDT type II, the photosensitizer reaches an excited state, which is followed 
by  inter‐system‐crossing  to  a  triplet  state  from  which  the  photosensitizer  reacts  with 
molecular dioxygen (3O2) via triplet‐triplet annihilation (TTA). This leads to the generation 
of  singlet  dioxygen  (1O2),  which  is  highly  reactive  and  can  oxidize  a  whole  range  of 
substrates,  including  biomolecules  such  as  lipids  in  the  cell  membrane,  cofactors,  or 




Figure 1.4.  Jablonski diagram of photophysical pathways  in photodynamic  therapy 
type  I  and  II  with  molecular  oxygen.  Dashed  lines  indicate  processes  involving 




such  as  Foscan®  and  Photofrin®:  they  have  increased water‐solubility,  long‐lived  triplet 
states,  low  toxicity  in  the  dark  and  poor  photobleaching.[24]  The  group  of  Gasser  has 





remarkable  activity  against  HeLa  cancer  cells  when  an  amine  was  introduced.  The 
cytotoxicity  before  light‐activation,  which  is  typically  expressed  as  the  effective 
concentration EC50  (the  concentration  at which 50% of  the  cells  are dead  compared  to 
untreated control), was much lower than the cytoxicity after light irradiation. Photoindices 
(PI), which  are  defined  as  the  ratio    EC50dark/EC50light,  can  reach  up  to  150.  Due  to  its 



















possible;  it  was  found  to  accumulate  in  the  nucleus.  This  was  further  confirmed  by 
fractionation  experiments  and  high‐resolution  continuum  source  atomic  absorption 
spectrometry  (HR‐CS  AAS).[25]  Using  a  different  approach,  the  group  of  Turro 
demonstrated  that  [Ru(bpy)(dppn)(CH3CN)2]
2+  (Figure  1.5b)  was  able  to  both 
photosubstitute  one monodentate  ligand  and  generate  1O2,  leading  to  submicromolar 
photocytotoxicity  in  HeLa  cells.[26]  However,  the most  promising  candidate  among  the 
ruthenium(II)  polypyridyl  drugs was  recently  reported  by  the  group  of McFarland:  The 
compound, [Ru(dmb)2(IP‐TT)]
2+ (dmb = 4,4′‐dimethyl‐2,2′‐bipyridine, IP‐TT = 2‐(2′,2″:5″,2′′′‐
terthiophene)‐imidazo[4,5‐f][1,10]phenanthroline)  also  referred  to  as  TLD1433  (Figure 
1.5c),  demonstrated  to  have  great  potential  in  both  colon  and  glioma  cancer  cells, 









first  observed  by  Grey  et.  al.[31]  and  has  a  serious  impact  on  the  effectiveness  of 
conventional  treatments  such as  radiation  therapy.[32] For PDT  type  II a  similar problem 
arises  since  the  therapy  is  dioxygen‐dependent  (unlike  PDT  type  I,  which  occurs  via 
electron‐transfer). In addition, PDT often results  in additional hypoxia by consumption of 




The oxygen‐dependence of PDT provides an  incentive  to develop anticancer agents  that 
operate  via  a different, dioxygen‐independent mode of  action.[11]  Instead of  generating 
1O2,  these  light‐sensitive  prodrugs  become  cytotoxic  after  photoisomerization,
[34] 
photoreduction,[35]  photocleavage,[36]  or  photosubstitution.[37]  The  last  two mechanisms 















with  a drug delivery  system  such  as nanoparticles.  In 2010,  Lin  et.  al demonstrated  an 
amino‐coumarin  system  that,  attached  to  a  mesoporous  nanoparticle,  released 
chloroambucil using visible light (420 nm) and induced cytotoxicity in HeLa cells.[39] More 
recently, Nani et. al. have further demonstrated that a cyanine‐based photocaging agent 



































































In  the  field  of  bioinorganic  chemistry,  examples  of  photocaging  systems  have  been 
reported  by  the  group  of  Gasser  who  have  demonstrated  the  targeted  delivery  of 
rhenium‐bombesin  conjugates  caged  with  o‐nitrophenyl‐based  photo‐linkers.  Uncaging 
with low doses of UV‐light led to the release of a tricarbonyl N,N‐bis(quinolinoyl) rhenium 
(I)  complex,  achieving  a  ten‐fold  higher  cytotoxicity  towards  HeLa  cells  than  without 
irradiation.[36]  A  ruthenium‐based  photocaging  system  utilizing  nanoparticles  has  been 
reported  by  Frasconi  et.  al  in  2013.  Paclitaxel  loaded mesoporous  nanoparticles were 
‘capped’ with  [Ru(tpy)(dppz)(L)]2+  (tpy  =  2,2’:6’,2’’‐terpyridine)  complexes,  releasing  the 
anticancer drug after photo‐activation with visible  light (465 nm), which  led to a marked 
decrease  in  cell  viability  in  MDA‐MB‐231  and  MDA‐MB‐248  cells.[41]  The  research 














to  distorted  pseudo‐octahedral  geometries  in  which  the  nitrogen  lone  pairs  of  the 
polypyridyl  ligands  have  less  overlap with  the  orbitals  of  the  ruthenium  center.[43]  This 
leads  to  smaller  ligand  field  splitting  compared  to,  for  example,  complexes  such  as 
[Ru(bpy)3]





reactions  in  Ru(II)  polypyridyl  complexes.  Dashed  arrows  represent  pathways 
involving  a  photon. Abbrevations: GS  (ground  state), A  (absorption),  ISC  (inter‐















One of the  first groups to  find an application of these ruthenium complexes  in chemical 
biology and phototherapy was that of Etchenique, who delivered a proof‐of‐concept that 
the biologically active  ligand 4‐aminopyridine  (4AP) could be released  from  the complex 
[Ru(bpy)2(4AP)2]Cl2.
[44] After  irradiation with white  light (>500 nm)  in water, this complex 
selectively photosubstitutes one of the 4AP monodentate ligands for water, releasing free 
4AP  which  induces  an  action  potential  in  leech  neurons.[44]  A  similar  demonstration 




Turro also demonstrated  that  the  released  ruthenium species  [Ru(tpy)(5CNU)(H2O)2]
2+  is 




dipyridyl) ejects  a dmbpy  ligand upon white  light  irradiation  (>450 nm),  generating  the 
ruthenium species [Ru(bpy)(H2O)2]
2+ which was also found to be able to bind to DNA. The 
























































































This  claim, however, was  recently  refuted by Cuello‐Garibo  and  coworkers  followed by 
Azar et. al.[46a, 49] who independently demonstrated that the expulsed ligand (dmbpy) was 
cytotoxic.  Nevertheless,  Howerton’s  work  demonstrated  that  these  complexes  can  be 
used to kill cancer cells using visible light via a dioxygen‐independent mechanism, i.e., the 





Conventional  anticancer  drugs,  such  as  cisplatin,  generally  affect  both  malignant  and 





Trastuzumab  emtansine  in  HER2‐positive  metastatic  breast  cancer.  Other  examples 
encompass  folate  receptor  targeted  therapy,[52]  a  receptor  that  is  overexpressed  in 











of  this  phenomenon  is  the  overexpression  of  glucose  transporters  (GLUTs)[57]  in 
proliferating  tumor cells: a  family of  thirteen different proteins  (GLUT 1 – 12 and HMIT) 









1  Figure  1.10.  Glucose  metabolism  in  healthy  mammalian 
cells. Figure taken from Gatenby et. al.[56] 
The  field  of  diagnosis  imaging  has  exploited  the Warburg  effect  for  positron  emission 




by Wiessler and coworkers.[59] Due  to  the heavy adverse side‐effects of  the widely used 
ifosfamide alkylating agent as antitumor drug, an alternative was  found  in  its D‐glucose 
derivative glufosfamide (Figure 1.11b). Compared to its aglycon, this compound was found 
to be  less cytotoxic and could be administered  in higher doses without affecting healthy 
cells.[59]  Other  examples  of  glycoconjugated  anticancer  drugs  have  been  reported  by 
Mandai  and  Mikuni  and  coworkers  in  2008.[60]  They  revealed  that  the  α‐galactosyl 
conjugate of docetaxel  (Figure 1.11c) widely used  against breast, ovarian, prostate  and 






















































elucidated.[61]    Whereas  GLUT1  was  co‐crystallized  in  the  presence  of  n‐nonyl‐β‐D‐
glucopyranoside, GLUT3  tolerated  both  the  α  and  β‐anomer  of  D‐glucose[61]  suggesting 
that 1‐O‐β‐modifications, such as  for glufosfamide  (Figure 1.11b), are generally allowed. 
Both 2‐(N‐(7‐nitrobenz‐2‐oxa‐1,3‐diazol‐4‐yl)amino)‐2‐deoxyglucose  (NBDG) and FDG are 
modified  on  the  2‐position  of  D‐glucose,  indicating  that modification  of  this  position  is 
tolerated. Reports of glycoconjugates with modifications on the O‐3, O‐4 and O‐6 position 










in uptake were observed  in  the presence of  the GLUT1  inhibitor  cytochalasin B  and  D‐
glucose.[64]  This  is  in  great  contrast  to  the  recent  findings  of  Patra  et.  al.[65] who  have 
demonstrated  that  O‐2  glycoconjugates  (Figure  1.12b)  of  a  platinum‐based  drug 
(malonatoplatin) were taken up in an increased manner in A549 cells, compared to other 
positional  isomers.  The  uptake  in  healthy  RWPE2  cells,  however,  was  similar  among 
conjugates, implying that the higher expression of GLUT in A549 cancer cells has a strong 
effect on  the uptake. This was  further  supported by using a DU145‐GLUT1‐knock‐down 
cell‐line that showed that the glycoconjugate was less toxic when GLUT‐1 was not present. 
A  recent  example  by  Florindo  et.  al.  has  suggested  that  uptake  of  cyclopentadienyl‐
















upon  the  [Ru(tpy)(N‐N)(L)]n+ scaffold can be used either:    (i) as a PACT prodrug where a 
toxic mono‐aquated ruthenium complex is caged by a non‐toxic ligand and liberated upon 
light  irradiation;  or  (ii)  as  a  PACT  carrier  for  photocaging, where  a  thioether,  nitrile  or 
pyridine‐based  organic drug  is  caged  by  a  non‐toxic  ruthenium  fragment,  and  released 




positional  isomers of  D‐glucose  and  their  ruthenium polypyridyl  conjugates. Due  to  the 
coordinating properties of the sulfur donor atoms in these ligands different protecting and 
deprotecting  group  strategies  had  to  be  employed  compared  to  that  for  example  of 
Lippard et. al.,[65b] since the common benzyl and benzylidene protecting group cannot be 
efficiently  removed  in  the presence of a  thioether using palladium on carbon or a Birch 
reduction.  The  proposed  routes  for  the  most  challenging  2‐O  and  4‐O  functionalized 
isomers  are  improvements  over  current  strategies  as  they  can  potentially  be  used  for 
ligands bearing sulfur (or nitrogen) donor atoms.  
 
In Chapter 3  a new  strategy  is presented  to  analyze  the effects of glycoconjugation on 
ruthenium  anticancer  prodrugs  of  the  type  [Ru(tpy)(dppn)(L)]2+.  Two  enantiomers  of 
glycoconjugated prodrugs are presented which are both activated with blue  light.  Light 
irradiation makes them strongly cytotoxic, which is demonstrated to be a consequence of 
their  localization  in  the mitochondria where  they efficiently generate ROS.  Interestingly, 
both  enantiomers of  the drugs  showed  similar uptake, which  rules out GLUT‐mediated 
transport, whereas  the  different  dark  cytotoxicity  found  for  both  enantiomers  is most 
likely attributed to a post‐uptake process such as hydrolysis by a β‐glucosidase.  
 
In Chapter 4  the  influence of  the bidentate  ligand  in sixteen complexes based upon  the 
[Ru(tpy)(N‐N)(L)]2+  scaffold  is  described  in  relation  to  their  photoreactivity, 
phosphorescence,  singlet  oxygen  generation,  and  photosubstitution  quantum  yield.  By 
comparing  the  (photo)cytotoxicity,  solubility  and  uptake  of  these  complexes  in  two 
different cancer cell lines (A549 and MCF‐7), insight is provided on the potential of these  
compounds  as  light‐activated  prodrugs.  Whereas  most  of  these  complexes  are  not 
(photo)cytotoxic and are therefore excellent candidates as PACT carriers, three complexes 
were found to be cytotoxic after blue light irradiation, and thus represent interesting PACT 








Chapter  5  describes  the  synthesis  of  a  series  of  chiral  cyclometalated  ruthenium 
complexes  based  upon  the  [Ru(phpy)(N‐N)(dmso‐kS)]2+  scaffold,  where  Hphpy  is  6’‐
phenyl‐2,2’‐bipyridine.  Cyclometalation  appears  to  reduce  the  charge  and  polarity  of 
terpyridine  analogues  while  their  absorption  is  shifted  towards  the  red  region  of  the 
spectrum.  Three  of  these  complexes  with  N‐N  =  bpy,  phen,  and  dpq,  are  much  less 
photoreactive  than  the  terpyridine  analogues  described  in  Chapter  4, while  the more 
conjugated  dppz  and  dppn  complexes  are  photochemically  completely  inactive.  We 
demonstrate  that  these  complexes  are  chiral  by  synthesizing  and  separating  two 
diastereoisomers bound to a chiral, enantiomerically pure sulfoxide monodentate  ligand. 
We  finally  show  their potential as  (green)  light‐activated anticancer drugs against A549 
and MCF‐7 cancer cells. 
 
In Chapter 6 we demonstrate  that both  the  [Ru(tpy)(dmbpy)(L)]2+ and  [Ru(tpy)(biq)(L)]2+ 
scaffold  can  be  used  to  cage  L  =  STF‐31,  a  pyridine‐containing  cytotoxic  inhibitor  of 
nicotinamide  phosphoribosyltransferase  (NAMPT). We  show  that  both  scaffolds  can  be 
uncaged  using  deeper  tissue‐penetrating  red  light,  but  that  only  [Ru(tpy)(biq)(L)]2+  is 
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Carbohydrates  are  a  class  of  biomolecules  ubiquitously  present  in  nature,  comprising 
monosaccharides,  oligosaccharides  and  polysaccharides,  of  which  monosaccharides 
cannot  be  hydrolyzed  further  into  smaller  units.  These  molecules  are  recognized  as 




for  the  production  of  ATP.[6]  Otto Warburg  found  that  cancer  cells  have  an  increased 
glycolysis rate  for the production of ATP compared to normal cells.[7] As a consequence, 
glucose transporters (GLUTs) 1 and 3 are overexpressed  in cancer cells.[8]  In recent years 
there has been a growing  interest  in using  this effect  to selectively deliver molecules of 
interest  to cancer cells.  In  the  field of diagnostic  imaging  the well‐known  radiotracer 2‐
deoxy‐2‐[18F]fluoroglucose  (2‐FDG)  selectively  accumulates  in  cancer  cells  since  its 
metabolic  breakdown  is  hampered  by  the  replacement  of  a  hydroxyl  group  on  the  2‐
position of D‐glucose by  fluoride.[9] This  clinically approved agent allows PET  imaging of 
tumors anywhere in the whole body. In the field of medicinal chemistry, glufosfamide has 
shown  some  success  as  a  safer  alternative  for  ifosfamide,  an  alkylating  agent  used  in 
cancer treatment. The therapeutic efficiency of glufosfamide  is thought to be higher due 
to  its  increased water  solubility  and  preferred  uptake  in malignant  cells  versus  normal 
cells.[10] Recently Palay et. al. have demonstrated  that a  series of glucose  conjugates of 
platinum‐based medicines  are  taken  up  via  GLUT1.[11]  This  result  is  in  contrast  to  the 
observation of Schubiger, who  found  that none of  their  radiodiagnostic glycoconjugates 






deactivated  by  donor  atoms.[13]  As  traces  of  palladium  also  often  interfere  with  the 
biological activity of pharmaceuticals,[14] we herein describe a palladium‐free synthesis for 
every PEGylated positional  isomer of D‐glucose‐thioether  ligands, and  their coordination 
to  ruthenium(II) polypyridyl  complexes  to afford eleven  ruthenium‐glycoconjugates  (see 















spacer  length  exerts  influence  over  GLUT mediated  uptake  of  platinum  complexes  in 
cells,[11] however there is currently no established understanding of this effect in cationic 
ruthenium(II) polypyridyl  compounds.  Therefore  oligoethyleneglycol  spacers  [OCH2CH2]n 
with  varying  length  (n  = 0  –  3) were  introduced  in  glycoconjugates  [1](PF6)2  –  [5](PF6)2 





















Scheme 2.2. a).  i.  I2, Et3SiH  in DCM,  rt., 10 min;  ii. Thiourea  in 
MeCN, 80 °C, 30 min;  iii. MeI, Et3N, rt., 10 min.;  iv. cat. NaOMe 
in  MeOH,  rt.,  overnight.  57%  over  four  steps;  d). 
[Ru(tpy)(bpy)Cl]Cl in H2O, 80 °C, 48 h, 28%.  
A  different  approach  was  employed  for  the  installment  of  the  ethylene  glycol‐based 




of  the  benzoyl  imidate.[18]  Furthermore,  the  benzoyl  group was  chosen  to  reduce  the 
possible  formation  of  orthoesters,  a  common  side  reaction when  using  acetyl‐bearing 
donors.[19]  Commercially  available  2‐(methylthio)ethanol  was  used  as  acceptor  and 
condensed  with  donor  20  (Scheme  2.3),  affording  21  which  after  de‐O‐benzoylation 
acquired deprotected 24. Compounds 25, 26 and 28 were acquired  in a  similar  fashion 
using  acceptor  18,  19  and  1,3‐bis(methylthio)propan‐2‐ol  respectively.  The  synthesis  of 
their  ruthenium  complexes was  found  to  be  straightforward,  by  reacting  excess  ligand 
with the ruthenium species [Ru(tpy)(bpy)Cl]Cl or [Ru(bpy)2Cl2]. Their purification however, 
was  found arduous due  to  the  increased water‐solubility of  these compounds. Although 
hydrophilicity  is  a  highly  desired  property  in medicinal  chemistry,  it  also  decreases  the 
number of available work‐up techniques. Common workup methods for metal complexes 
such  as  extraction  and  precipitation  were  not  applicable,  since  both  the  ligand  and 
product  are  water‐soluble.  Also,  the  lability  of  these  compounds  on  C‐18  columns 
prevented  reverse‐phase chromatographic purification. The most  reproducible approach 











Scheme  2.3.  a).  2‐(2‐chloroethoxy)ethanol,  NaSMe  in  THF,  reflux,  6  h,  94%;  b).  2‐








toxicity,  a  derivative  of  [Ru(tpy)(bpy)Cl]Cl  bearing  a  negative  charge  on  the  spectator 
terpyridine ligand was also synthesized. Compound 31 (Scheme 2.4) was prepared starting 
from thione 29,[21] which was oxidized using in situ generated per‐acetic acid followed by 
hydrogenation using 10% palladium on carbon  to  reverse partial overoxidation  to  its N‐
oxide,  affording  ligand  30.  A  one‐pot  synthesis  using  (p‐cymene)ruthenium(II)  chloride 












Demonstrations  of  the  covalent modification  of  the  2‐O  position  of  D‐glucose with  an 
alkyl‐based  linker have been given by Dumas et. al and Patray and coworkers.[11, 22] Both 
groups  chose  a  similar  approach  starting  from  methyl  3,5,6‐tri‐O‐benzyl‐α/β‐D‐
glucofuranoside  followed by installment of the linker and subsequent deprotection of the 
protection  groups  using  dihydrogen  and  palladium  on  carbon.  Sulfur  based  linkers 
however, poisoned the palladium catalysts which made removal of the benzyl protecting 
groups impossible following this approach.[13, 23] Other methods to remove benzyl groups, 
such  as  Birch  reductions,  have  been  reported  to  cleave  thioethers.[24]  Therefore  all 
described  approaches  for  the  functionalization  of  the O‐2  position  in  D‐glucose with  a 
metal‐binding moiety,  including the glucofuranoside approach described by Schubiger or 
Lippard,  or  the  approach  via  a  benzylorthoacetate  intermediate  described  by Miao  et. 
al.[25] were found unsuitable for thioether‐containing compounds.  





corresponding  1,2‐anhydrosugar  which  was  then  condensed  with  p‐methoxy  benzyl 
alcohol  (PMB‐OH)  in  the presence of anhydrous ZnCl2  in THF, afforded  β‐substituted 35 
while  simultaneously  liberating  the 2‐O position. This  compound was  then  treated with 




method[27]  employing  a  catalytic  amount  of  37%  hydrochloric  acid  in 
hexafluoroisopropanol  (HFIP) was  used  to  remove  all  four  PMB  groups  simultaneously. 
After  quenching  the  reaction  using  Et3N  an  intermediate  species was  observed  (m/z  = 




methyl  thioether could be  liberated, acquiring hemiacetal H37  in  five steps  (18% overall 
yield).  After  reaction  of  this  compound  with  [Ru(tpy)(bpy)(H2O)](PF6)2  glycoconjugate 
[Ru(tpy)(bpy)(37)]PF6,    ([6]PF6) was  acquired  instead of  [Ru(tpy)(bpy)(H37)](PF6)2. This  is 
most  likely  due  to  the  relatively  protic  nature  of  the  anomeric  proton,  resulting  in 
deprotonation  during  purification  on  Sephadex  and  replacement  of  one  of  the  PF6 









Scheme 2.5. a). 19, TsCl, Et3N  in DCM, 0  °C  to  rt, 16 h, 92%; b). PMB‐Cl, NaH  in DMF, 0° C  to  rt, 16 h, 84%; c).  i. DMDO 
(0.088M in acetone) in DCM, 0 °C to rt, 3 h; ii. PMB‐OH, ZnCl2 in THF, ‐78 °C to rt, 16 h, 39% over two steps; d). 32, NaH in 




The most  straightforward  thioether  functionalization  in  these  series  of  ligands was  the 
modification of the 3‐O position of D‐glucose. Starting from diacetone glucose 38 (Scheme 
2.6),[29] the thioether moiety was installed using 32 (Scheme 2.5), affording compound 39, 










The  4‐O  position  of  D‐glucose  was modified  starting  from  acetobromo‐α‐D‐glucose  40 
(Scheme  2.7). Using  a  procedure  first  described  by  Kaji  et.  al.,  this  building  block was 
converted  in  situ  to  its anomeric  iodide,  followed by a Koenigs‐Knorr  type glycosylation 
with p‐methoxy benzyl alcohol as an acceptor and Ag2CO3 as a base.
[30] De‐O‐acetylation 
furnished  intermediate  41,  followed  by  4,6‐O‐benzylidenation  and  installment  of  PMB 
groups affording fully protected 43. With this building block in hand, a reductive opening 
using NaCNBH3 and TFA,  liberated  the 4‐O position, which could  then be alkylated via a 
Williamson etherification using 32 described in the previous sections, affording 45. Global 
deprotection was achieved by treatment with HFIP/HCl, which gave thioether  ligand H46 
in  11%  overall  yield.  The  subsequent  reaction  of  H46  with  [Ru(tpy)(bpy)(H2O)](PF6)2, 
afforded  glycoconjugate  [Ru(tpy)(bpy)(46)]PF6  ([8]PF6).  The  synthesis  of  H46  was  also 

















tosylate  32,  followed  by  acid  hydrolysis  using  dilute  hydrochloric  acid  affording methyl 







glucose  bearing  a  thioether  ligand  bound  to  a  light‐cleavable  ruthenium(II)  polypyridyl 




carboxylates,  amines,  or  pyridines.  The  study  of  this  library  of  ruthenium(II) 












Reagents  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  and  used  without  further  purification. 
2,2′:6′,2′′‐Terpyridine  (tpy)  was  ordered  from  ABCR  GmbH  &  Co.  Dry  solvents  were 
collected  from  a  Pure  Solve  MD5  solvent  dispenser  from  Demaco.  For  all  inorganic 
reactions solvents were deoxygenated by bubbling dinitrogen through the solution for 30 







(sodium  D‐line,  λ  =  589  nm) with  a  concentration  of  10 mg/mL  (c  =  1)  unless  stated 
















EtOAc  (25  mL),  washed  with  water  (2x),  aq.  NaHCO3  (2x),  and  dried  (Na2SO4).  
Concentration  in  vacuo  was  followed  by  purification  of  the  residue  by  silica  column 
chromatography  (10% MeOH  in  DCM),  affording  the  title  compound  (50.0  mg,  0.197 

















was  added  I2  (4.84  g,  19.0 mmol)  and  Et3SiH  (2.90 mL,  18.2 mmol)  this mixture  was 
allowed to stir for 10 minutes after which  it was diluted with DCM (100 mL) and washed 
with aqueous saturated Na2S2O3 (1x) and Na2CO3 (1x). Layers were separated, the organic 
layer was dried  (Na2SO4) and  concentrated  in  vacuo. The  crude was  coevaporated with 
toluene  (3x) and  redissolved  in dry MeCN  (20 mL),  followed by  the addition of  thiourea 
(1.46 g, 19.2 mmol). The mixture was then heated for 30 minutes at 80 °C, concentrated in 
vacuo,  followed  by  purification  of  the  residu  over  silica  (0  to  50%  Et2O  in  PE)  yielding 
methyl  2,3,4,6‐tetra‐O‐acetyl‐1‐thio‐β‐D‐glucopyranoside  as  a  yellow  foam  (2.71  g,  7.24 
mmol). This compound was then dissolved in dry MeOH (70 mL) followed by the addition 
of a catalytic amount of NaOMe, which after stirring overnight was quenched upon  the 












Deoxygenated  THF  (50    mL)  was  added,  followed  by  the  addition  of  2‐(2‐(2‐
chloroethoxy)ethanol  (1.50 mL, 14.2 mmol).  This  solution was heated  at 60  °C  for 6 h, 
after which  it was allowed  to  cool  to  room  temperature. The mixture was diluted with 
EtOAc  (100 mL)  and  washed  with  aqueous  NaHCO3  (2x)  and  water  (1x).  Layers  were 









2‐[2‐(2‐(Methylthio)ethoxy)ethoxy]ethanol,  19:  The  procedure 





















µL, 111 µmol) was added. After  stirring  for 4 h at  room  temperature,  the  reaction was 











(C=O Bz), 165.3  (C=O Bz), 165.2  (C=O Bz), 133.6  (CH Arom), 133.4  (CH Arom), 133.3  (CH 
Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.8  (CH Arom), 129.7  (Cq 
Arom),  129.4  (Cq Arom),  128.9  (Cq Arom),  128.8  (Cq Arom),  128.5  (CH Arom),  128.5  (CH 
Arom), 128.5  (CH Arom), 128.4  (CH Arom), 101.4  (C‐1), 73.0  (C‐3), 72.4  (C‐5), 71.9  (C‐2), 





glucopyranoside,  22:  The  general  procedure  described  for  21  was 
followed,  with  2,3,4,6‐tetra‐O‐benzoyl‐β‐D‐glucopyranosyl 
























Bz), 165.3  (C=O Bz), 165.2  (C=O Bz), 133.6  (CH Arom), 133.4  (CH Arom), 133.3  (CH Arom), 
129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.7  (Cq Arom), 
129.4  (Cq Arom),  128.9  (Cq Arom),  128.9  (Cq Arom),  128.5  (CH Arom),  128.5  (CH Arom), 
128.4 (CH Arom), 101.4 (C‐1), 73.0 (C‐3), 72.3 (C‐5), 72.0 (C‐2), 70.6 (OCH2), 70.2 (OCH2)  , 





glucopyranoside,  23:  The  general  procedure  described  for  21  was 
followed,  with  2,3,4,6‐tetra‐O‐benzoyl‐β‐D‐glucopyranosyl 
trichloroacetimidate[33] (2.65 g, 3.58 mmol) and 19 (792 mg, 4.39 mmol). 
Purification  of  the  residue  over  silica  (10%  to  50%  EtOAc  in  PE)  afforded  the  title 




(CHCl3): +18.0  ;  IR  (neat): 3063, 2918, 2869, 1722, 1451; 
1H‐NMR:  (400 MHz, CDCl3)  δ = 







Hz, 2H,  ‐CH2SMe), 2.11  (s, 3H,  ‐SCH3). 
13C NMR:  (101 MHz, CD3OD)  δ = 166.1  (C=O Bz), 
165.8 (C=O Bz), 165.2 (C=O Bz), 165.1 (C=O Bz), 133.5 (CH Arom), 133.3 (CH Arom), 133.2 
(CH Arom), 129.8 (CH Arom), 129.8 (CH Arom), 129.6 (Cq Arom), 129.4 (Cq Arom), 128.8 (Cq 




























2.73  (t,  J = 7.1 Hz, 2H, CH2SMe), 2.13  (s, 3H, CH2SMe). 
13C NMR  (101 MHz, CD3OD)  δ = 
104.4  (C‐1),  77.9  (C‐3),  77.9  (C‐4),  75.0  (C‐2),  71.6  (C‐5),  70.0  (OCH2),  62.7  (C‐6),  34.3 





as described  for 24 was  followed, using protected glycoside 22  (560 mg, 
0.780 mmol) and THF/MeOH  (10 mL, 1:1). Purification of  the  crude over 





2.68  (t,  J = 6.8 Hz, 2H, CH2SMe), 2.13  (s, 3H, CH2SMe). 
13C NMR  (101 MHz, CD3OD)  δ = 










vacuo. Purification of  the  residue over  silica  (0  ‐ 10% MeOH  in DCM) afforded  the  title 
















glucopyranoside,  27:  The  general  procedure  described  for  21 was 
followed,  with  2,3,4,6‐tetra‐O‐benzoyl‐β‐D‐glucopyranosyl 













5), 4.04 – 3.91  (m, 1H, CH(CH2SMe)2), 2.86  (dd,  J = 13.8, 4.4 Hz, 1H, CHH CH(CH2SMe)2), 
2.81 – 2.71 (m, 2H, CH2 CH(CH2SMe)2), 2.61 (td, J = 13.5, 7.4 Hz, 1H, CHH CH(CH2SMe)2), 
2.06 (s, 3H, SMe), 1.90 (s, 3H, SMe). 13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ = 166.2 (C=O Bz), 165.9 
(C=O Bz), 165.4  (C=O Bz), 165.3  (C=O Bz), 133.6  (CH Arom), 133.4  (CH Arom), 133.4  (CH 
Arom), 133.3  (CH Arom), 130.0  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH 
Arom),  129.6  (Cq Arom),  129.5  (Cq Arom),  128.9  (Cq Arom),  128.8  (Cq Arom),  128.6  (CH 
Arom), 128.4 (CH Arom), 101.7 (C‐1), 80.2 (CH(CH2SMe)2), 73.0 (C‐3), 72.4 (C‐5), 72.1 (C‐2), 





procedure  as  described  for  22  was  followed,  using  protected 
glycoside  27  (3.20  g,  4.38 mmol)  and  DCM/MeOH  (50 mL,  1:50). 
Purification of  the  residue over  silica  (0  to 10% MeOH  in DCM) afforded 28 as a white 










[2,2':6',2''‐Terpyridine]‐4'‐sulfonic  acid,  30  (HS‐tpy):  [2,2':6',2''‐






the  reaction was  filtered  over  Celite®,  concentrated  and  purified  over  silica  (0  to  10% 















 [Ru(S‐tpy)(bpy)(Cl)],  31:  Compound  30  (134 mg,  0.426 mmol)  was 
dissolved  in MeOH  (10 mL)  and  to  this  solution was  added 100 mg 
washed  Amberlite®  Na+.  After  stirring  for  5 minutes  at  rt,  the  ion 
exchange  resin was  filtered off and  the  filtrate was  concentrated  in 












was dissolved  in dry DCM  (40 mL) and cooled  to 0  °C. To  this solution were added Et3N 
(850  ul,  6.09 mmol)  and  Ts‐Cl  (1.12  g,  5.87 mmol).  The  reaction  was  allowed  to  stir 
overnight after which  it was diluted with DCM  (100 mL) and transferred to a separatory 
funnel. After washing with water  (1x) and brine  (1x),  layers were separated, the organic 
layer was dried  (Na2SO4) and concentrated  in vacuo. Purification of  the  residue by silica 
column chromatography (0 to 50% EtOAc in PE) afforded the title compound as a colorless 










glucal  in  dry  DMF  (230  mL)  was  slowly  added  NaH  (60%  dispersion  in 
mineral oil, 3.10 g, 77.5 mmol) followed by the addition of 4‐methoxybenzyl chloride (10.1 
mL, 74.5 mmol). After stirring overnight under a dinitrogen atmosphere, H2O (10 mL) was 







water (3x) and   brine (3x). The organic  layer was dried   over Na2SO4 and concentrated in 


















1.62  mmol)  in  dry  DCM  (8  mL)  under  a  dinitrogen  atmosphere,  were  added  freshly 
activated 4Å molsieves. After stirring for 15 minutes, the mixture was allowed to cool to 0 
°C and freshly prepared dimethyldioxirane in acetone (20 mL, 88 mM) was slowly added. 
The mixture was stirred  for 3 h and allowed  to reach rt, after which  it was  filtered over 
Celite® and concentrated in vacuo. The crude was then, together with 4‐methoxyl benzyl 












OH).  13C NMR  (101 MHz, CDCl3)  δ = 159.5  (Cq Arom), 159.3  (Cq Arom), 159.3  (Cq Arom), 
130.9  (Cq Arom),  130.4  (Cq Arom),  130.3  (Cq Arom),  130.0  (CH Arom),  129.7  (CH Arom), 
129.7  (CH Arom), 129.6  (CH Arom), 129.3  (Cq Arom), 114.0  (CH Arom), 113.9  (CH Arom), 
113.9 (CH Arom), 101.5 (C‐1), 84.3 (C‐2), 77.4 (C‐3), 75.3 (C‐4), 74.9 (CH2 PMB), 74.7 (C‐5), 












to 0  °C. To  this  solution was added NaH  (60% dispersion  in mineral 
oil, 26 mg, 0.65 mmol) portionwise followed by the addition of tosylate 31 (185 mg, 0.554 
mmol). After stirring for 6 h at rt under a dry atmosphere, MeOH was added (1 mL). The 
mixture was  then  diluted with  EtOAc  (50 mL),  transferred  to  a  separatory  funnel  and 
washed  with  water  (3x)  and  brine  (3x).  The  organic  layer  was  dried  (Na2SO4)  and 
concentrated  in vacuo. Purification of the residue by column chromatography  (0  to 30% 
EtOAc in PE) afforded  the title compound 36 as milky oil (334 mg, 0.405 mmol, 80%). Rf  = 
0.39 (40% EtOAc in PE); IR (neat): 2999, 2864, 2835, 1612, 1512; 1H NMR (400 MHz, CDCl3) 





(ddd,  J = 9.7, 5.1, 2.2 Hz, 1H, H‐5), 3.29  (t,  J = 8.3 Hz, 1H, H‐2), 2.62  (t,  J = 7.0 Hz, 2H,  
CH2SMe), 2.10 (s, 3H, CH2SMe). 
13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ = 159.3 (Cq arom), 159.3 (Cq 
arom),  159.3  (Cq  arom),  159.3  (Cq  arom),  131.1  (Cq  arom),  130.5  (Cq  arom),  130.4  (Cq 
arom),  129.8  (CH  arom),  129.7  (CH  arom),  129.7  (CH  arom),  129.6  (CH  arom),  113.8  (CH 
arom), 102.1 (C‐1), 84.4 (C‐4), 83.3 (C‐2), 77.6 (C‐4), 75.3 (CH2 PMB), 74.9 (C‐5), 74.7 (CH2 








































(methylthio)ethoxy)ethoxy]ethyl)‐α‐D‐glucofuranose,  38:  To  a  cooled 
solution of diacetone glucose  (200 mg, 0.768 mmol)  in dry DMF  (8 mL) 
was added 60% NaH in mineral oil (80.0 mg, 2.00 mmol). After stirring for 
5  min,  tosylate  32  was  added  and  the  mixture  was  overnight.  After 
quenching the reaction with MeOH (1 mL), Et2O (50 mL) was added and the reaction was 
transferred  to a separatory  funnel.   After washing with water  (1x), aq. NaHCO3  (1x) and 
brine  (1x),    layers  were  separated  and  the  organic  layer  was  dried  (Na2SO4)  and 
concentrated in vacuo. Purification of the residue over silica (0 ‐50% EtOAc in PE) gave 38 





(s,  3H,  CH2SMe),  1.49  (d,  J  =  2.7  Hz,  3H,  CH3  isopropylidene),  1.42  (s,  3H,  CH3 
isopropylidene),  1.34  (s,  3H,  CH3  isopropylidene),  1.31  (d,  J  =  3.6  Hz,  3H,  CH3 
isopropylidene).  13C  NMR  (101  MHz,  CDCl3)  δ  =  111.9  (Cq  isopropylidene),  109.0  (Cq 
isopropylidene), 105.4 (C‐1), 82.8 (C‐2), 82.7 (C‐4) , 81.2 (C‐3), 72.7 (C‐5), 70.8 (OCH2), 70.7 
(OCH2),  70.6  (OCH2),  70.5  (OCH2),  70.28,  67.3  (C‐6),  33.5  (CH2SMe),  27.0  (CH3 








°C after which  it was  filtered and concentrated  in vacuo. Purification 
of the residue over silica (0 to 10% MeOH in DCM) afforded  the title compound H40 as a 




13C NMR  (101 MHz, CD3OD) δ = 98.1  (C‐1β), 94.0  (C‐1α), 87.6, 
84.5, 77.8, 76.1, 73.7, 73.1, 73.0, 72.2, 72.1, 71.6, 71.4, 71.4, 71.3, 71.1, 62.8 (C‐6β), 62.6 








(4‐Methoxybenzyl)‐β‐D‐glucopyranoside,  41:  To  a  solution  of  2,3,4,6‐
tetra‐O‐acetyl‐α‐D‐glucopyranosyl  bromide  (3.00  g,  7.30 mmol)  and  4‐
methoxybenzyl  alcohol  (5.04  g,  36.5 mmol)  in  dry    Et2O  (75 mL)  were  added  freshly 
activated 4Å molsieves. The  resulting mixture was allowed  to  stir  for  ten minutes, after 
which Ag2CO3 (6.00 g, 21.8 mmol) and I2 (1.85 g, 7.30 mmol) were added. After stirring an 
additional 24 h under a dinitrogen atmosphere at rt in the dark, the reaction mixture was 
filtered  over  Celite®,  diluted with  EtOAc  (200 mL), washed with  1M  Na2S2O3  (3x),  aq. 
NaHCO3  (3x)  and  brine  (3x).  The  organic  layer was  dried  (Na2SO4)  and  concentrated  in 
vacuo. Purification of  the residue by silica column chromatography  (20% EtOAc  in DCM) 
afforded  (4‐methoxybenzyl)‐2,3,4,6‐tetra‐O‐acetyl‐β‐D‐glucopyranoside  (2.39  g),  which 
was then redissolved in dry MeOH (70 mL) followed by the addition of a catalytic amount 
of NaOMe. The resulting mixture was allowed to stir for 4 h, after which Amberlite® IR‐120 

















separatory  funnel. After washing with aq. NaHCO3  (3x), water  (3x) and brine  (3x),  layers 
were  separated,  the  organic  layer  was  dried  (Na2SO4)  and  concentrated  in  vacuo. 
Compound  43  (382  mg,  0.910  mmol,  89%)  was  obtained  after  silica  column 







Arom), 131.3  (Cq Arom), 130.7  (CH Arom), 128.6  (CH Arom), 114.6  (CH Arom), 114.4  (CH 











methoxybenzylidene)‐β‐D‐glucopyranoside,  43:  To  a  cooled 
solution (0 °C) of p‐methoxy benzylidene protected 42 (377 mg, 0.900 mmol) in dry DMF 
(9 mL) was slowly added NaH (60% dispersion in mineral oil, 80.0 mg, 2.00 mmol) followed 
by  the addition of 4‐methoxybenzyl  chloride  (255 µL, 1.89 mmol). After  stirring  for 5 h 
under a dinitrogen atmosphere, the reaction was quenched upon the addition of MeOH (3 
mL). The mixture was further diluted with Et2O (200 mL) and transferred to a separatory 
funnel, washed with water  (1x),  aq. NaHCO3  (1x)  and brine  (1x).  The organic  layer was 
dried    over  Na2SO4  and  concentrated  in  vacuo.  Purification  by  silica  column 
chromatography (0 to 20% EtOAc in PE) yielded the title compound 43 as a clear oil (447 
mg, 0.680 mmol, 76%). Rf = 0.74  (40% EtOAc  in PE);  IR  (neat): 3480, 2869, 1612, 1516, 






160.1  (Cq Arom),  159.5  (Cq Arom),  159.3  (Cq Arom),  159.3  (Cq Arom),  130.8  (Cq Arom), 
130.6  (Cq Arom), 129.9  (CH Arom),  129.8  (CH Arom), 129.8  (CH Arom),  129.3  (Cq Arom), 
127.4  (CH Arom), 113.9  (CH Arom), 113.8  (CH Arom), 113.7  (CH Arom), 103.0  (C‐1), 101.2 
(CH PMB acetal), 81.9 (C‐2), 81.5  (C‐3), 80.7  (C‐4), 75.1 (CH2 PMB), 74.9  (CH2 PMB), 71.4 





glucopyranoside,  44:  Fully  protected  glycoside  43  (400  mg,  0.610 
mmol) was dissolved in DMF (12 mL) and to this solution were added freshly activated 4Å 




(100  mL)  and  transferred  to  a  separatory  funnel.  After  washing  with  water  (1x),  aq. 


























which  it  was  quenched  upon  the  addition  of  MeOH  (2  mL),  diluted  with  Et2O  and 
transferred  to a  separatory  funnel. After washing with aq. NaHCO3  (1x), water  (1x) and 
brine  (1x),  layers were  separated,  the organic  layer dried  (Na2SO4) and  concentrated  in 








Arom), 130.6  (Cq Arom), 130.0  (CH Arom), 129.8  (CH Arom), 129.5  (CH Arom), 113.9  (CH 
Arom), 113.8 (CH Arom), 102.5 (C‐1), 84.3 (C‐5), 82.0 (C‐2), 78.7 (C‐3), 75.4 (CH2 PMB), 75.0 






glucopyranoside,  H46:  Compound  45  (108  mg,  0.131  mmol)  was 
dissolved in a mixture of DCM/HFIP (1:1, 2 mL) and to this solution was 
added a  catalytic amount of 37% HCl  (4 drops). The mixture  slowly  turned  red  to deep 
purple in 30 minutes, after which it was quenched with Et3N (0.5 mL) and concentrated in 








(13 mg, 0.038 mmol, 29%). Rf = 0.57  (20% MeOH  in DCM);  IR  (neat): 3370, 2918, 2873, 
1104, 1077; 1H NMR (400 MHz, CD3OD) δ = 5.09 (d, J = 3.7 Hz, 1H, H‐1α), 4.45 (d, J = 7.7 
Hz, 1H, H‐1β), 4.02 – 3.58 (m, 28H), 3.47 (t, J = 8.9 Hz, 1H, H‐3β), 3.29 – 3.19 (m, 2H), 3.13 









°C)  solution  of  1,2:3,5‐bis(O‐methylidene)‐α‐D‐glucofuranose  (206 mg, 





(Na2SO4)  and  concentrated  in  vacuo.  The  resulting  residue was  then  purified  by  silica 
column chromatography  (0  to 60% EtOAc  in PE) affording 49 as a colorless oil. Rf = 0.57 
(50% EtOAc in PE); IR (neat): 2867, 1455, 1082, 1184, 1058; 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ = 






13C NMR  (101 MHz,  CDCl3)  δ  =  104.4  (C‐1),  96.6  (CH2 methylene),  88.2  (CH2 
methylene),  83.9  (C‐2),  76.8  (C‐3),  76.1  (C‐4),  72.5  (C‐6),  71.6  (C‐5),  71.0  (OCH2), 







was neutralized with 1M NaOH  (10 mL) and  concentrated  in  vacuo. 


















[Ru(tpy)(bpy)(13)](PF6)2,  [1](PF6)2:  [Ru(tpy)(bpy)Cl]Cl  (63  mg, 
0.112 mmol)  and  13  (93 mg,  0.366 mmol) were  dissolved  in 
deoxygenated H2O (18 mL) and this mixture was heated at 80 °C 
for 16 h, after which  it was concentrated  in vacuo. Purification 
of  the  residue  by  silica  column  chromatography  (100/0/0  to 
















6),  35.9  (CH2SMe),  14.8  (CH2SMe);  HRMS  m/z  calcd  for  [M]
2+:  372.57485;  found: 
372.57558; Elemental analysis  calcd  (%)  for  [1](PF6)2.2MeOH: C, 39.35; H, 4.13; N, 6.37; 
found: 41.45; H, 4.18; N, 6.35.  
 
[Ru(tpy)(bpy)(15)](PF6)2,  [2](PF6)2:  The  title  compound  was 
synthesized  analogous  according  to  the  procedure  described  for 
[1](PF6)2  using  [Ru(tpy)(bpy)Cl)]Cl  (200 mg,  0.357 mmol)  and  15 
(100 mg,  0.476 mmol)  in  H2O  (60 mL)  affording  [2](PF6)2,  as  an 




















































 [Ru(tpy)(bpy)(24)](PF6)2,  [3](PF6)2:  The  title  compound was 
synthesized analogous according to the procedure described 
for  [1](PF6)2 using  [Ru(tpy)(bpy)Cl)]Cl  (101 mg, 0.180 mmol) 
and 24  (75.7 mg, 0.298 mmol)  in H2O  (30 mL) affording  the 
title  compound  as  a  hygroscopic  orange  powder  (73.3 mg, 














125.9  (CH 4), 125.5  (T3’, T5’), 125.1  (CH 10), 104.2  (C‐1), 78.2  (C‐3), 78.1  (C‐4), 74.9  (C‐2), 




 [Ru(tpy)(bpy)(25)](PF6)2,  [4](PF6)2:  The  title  compound was 
synthesized analogous according to the procedure described 
for  [1](PF6)2 using  [Ru(tpy)(bpy)Cl)]Cl  (94.2 mg, 0.168 mmol) 



















































154.4  (CH T3, T3”), 153.4  (CH 1), 150.8  (CH 7), 140.1  (T5, T5”), 139.5  (CH T4’), 139.3  (CH 9), 
138.3 (CH 3), 129.8 (CH T4, T4”), 129.3 (CH 2), 128.4 (CH 8), 126.2 (CH T6), 125.9 (CH T6”), 125.5 
(CH 4), 125.1  (CH T3’, T5’), 104.4  (C‐1), 78.1  (C‐3), 78.0  (C‐4), 75.1  (C‐2), 71.6  (C‐5), 71.4 




 [Ru(tpy)(bpy)(26)](PF6)2,  [5](PF6)2:  The  title  compound  was 
synthesized  analogous  according  to  the  procedure  described 
for  [1](PF6)2  using  [Ru(tpy)(bpy)Cl)]Cl  (102 mg,  0.182 mmol) 
and 26 (100 mg, 0.292 mmol) in H2O (30 mL) affording the title 
compound as a  red  solid  (130 mg, 116 µmol, 65%). Rf = 0.35 
(100/80/20  acetone/water/aq.  KPF6); 



















[Ru(tpy)(bpy)(37)]PF6,  [6]PF6:  [Ru(tpy)(bpy)(H2O)](PF6)2  (35.9  mg, 
45.0  µmol)  and  H37  (30.3  mg,  44.7  µmol)  were  dissolved  in  a 
deoxygenated mixture of acetone/H2O (4:1, 8 mL) and heated at 50 
°C  for 16 h,  after which  the  reaction mixture was  concentrated  in 
vacuo and purified over Sephadex LH‐20 (MeOH), affording the title 
















































H‐2α), 2.91  (dd,  J = 8.9, 7.8 Hz, 0.5H, H‐2β), 1.97 – 1.89  (m, 2H, CH2SMe), 1.43  (s, 1.5H, 
CH2SMe  α), 1.42  (s, 1.5H, CH2SMe  β). 




98.1  (C‐1β), 91.8  (C‐1α), 85.2  (C‐2β), 82.5  (C‐2α), 78.0, 77.6, 73.9, 72.9, 72.6, 71.8, 71.8, 
71.6, 71.3, 71.3, 71.2, 70.9, 68.4, 68.3, 62.8 (C‐6α/β), 62.7 (C‐6α/β), 35.7 (CH2SMe), 35.6 





 [Ru(tpy)(bpy)(40)]PF6,  [7]PF6:  The  title  compound  was 
synthesized analogous according  to  the procedure described  for 
[1](PF6)2 using [Ru(tpy)(bpy)Cl)]Cl (59.1 mg, 0.105 mmol) and H40 
(40.0  mg,  0.117  mmol)  in  H2O  (18  mL)  affording  the  title 













T3’,  T5’), 125.2  (CH 10), 98.2  (C‐1β), 94.0  (C‐1α), 87.6, 84.4, 77.8, 76.1, 73.7, 73.0, 73.0, 
72.0, 72.0, 71.6, 71.4, 71.3, 71.2, 71.2, 71.1, 71.1, 68.4, 68.3, 62.6 (C‐6α/β), 62.5 (C‐6α/β), 









[Ru(tpy)(bpy)(46)]PF6,  [8]PF6:  [Ru(tpy)(bpy)(H2O)](PF6)2  (25.8 
mg, 32.0 µmol) and H46 (11.0 mg, 32.1 µmol) were dissolved in 
a deoxygenated mixture of acetone/H2O (4:1, 6 mL) and heated 
at  50  °C  for  48  h,  after  which  the  reaction  mixture  was 
concentrated  in  vacuo  and  purified  over  Sephadex  LH‐20 
(MeOH),  affording  the  title  compound  as  a  red  solid  (23 mg, 












T6”), 125.9  (CH 4), 125.5  (CH T3’, T5’), 125.2  (CH 10), 98.3  (C‐1β), 93.9  (C‐1α), 80.6, 80.4, 
78.1, 77.0, 76.3, 74.9, 73.8, 72.8, 72.0, 71.9, 71.3, 71.2, 71.2, 68.4, 68.4, 62.5  (C‐6 α/β), 
62.4  (C‐6α/β),  35.7  (CH2SMe),  35.6  (CH2SMe),  15.3  (2x  CH2SMe);  HRMS: m/z  calcd  for 
[M]2+:  416.60107;  found:  416.60261;  Elemental  analysis  calcd  (%)  for  [8]PF6.2.5H2O:  C, 
44.62; H, 4.93; N, 6.85; found: 45.17; H, 5.16; N, 6.55. 
 
 [Ru(tpy)(bpy)(50)]PF6,  [9]PF6:  The  title  compound  was 
synthesized analogous according  to  the procedure described 









1α),  4.50  (d,  J  =  7.6 Hz,  0.5H, H‐1β),  3.99  –  3.08  (m, 15H),  1.96  (t,  J  =  5.5 Hz,  2H,  2  x 
CH2SMe), 1.44 (s, 3H, 2 x CH2SMe). 
13C NMR (126 MHz, CD3OD) δ = 159.3 (Cq Arom), 158.8 
(Cq Arom), 158.2  (Cq Arom), 158.0  (Cq Arom), 154.4  (CH  T3’), 153.4  (CH 1), 150.8  (CH 7), 
140.2 (CH T5, T5”), 139.6 (CH T4’), 139.4 (CH 9), 138.3 (CH 3), 129.9 (CH T4, T4”), 129.3 (CH 2), 







71.2,  71.2,  71.1,  68.4,  68.3,  62.6  (C‐6α/β),  62.5  (C‐6α/β),  35.7  (2  x  CH2SMe),  15.4  (2  x 
CH2SMe); HRMS: m/z  calcd  for  [M]
2+:  416.60107;  found:  416.60264;  Elemental  analysis 
calcd (%) for [9]PF6.2H2O: C, 45.02; H, 4.87; N, 6.91; found: C, 44.88; H, 4.59; N, 6.78.  
 
[Ru(S‐tpy)(bpy)(26)]PF6,  [10]PF6:  A  deoxygenated  solution  of 
31  (40.0 mg, 0.0661 mmol) and 26  (48.0 mg, 0.140 mmol)  in 
H2O  (11 mL) was heated at 80  °C  for 16 h after which  it was 
concentrated in vacuo. The resulting residue was then purified 














159.2  (Cq Arom),  158.7  (Cq Arom),  157.9  (Cq Arom),  157.7  (Cq Arom),  154.8  (Cq Arom), 
154.2 (CH T3, T3”), 153.2 (CH 1), 150.6 (CH 7), 140.4 (CH T4, T4”), 139.8 (CH 3), 139.6 (CH 9), 
130.2 (CH T5, T5”), 129.3 (CH 8) 128.5 (CH 2), 126.7 (CH T6, T6”), 125.9 (CH 4), 125.1 (CH 10), 
121.7  (CH  T3’,  T5’), 104.2  (C‐1), 77.8  (C‐3, C‐5), 74.9  (C‐2), 71.4  (C‐5), 71.1  (OCH2), 71.0 
(OCH2), 69.7  (OCH2), 68.0  (OCH2), 62.5  (C‐6), 35.2  (CH2SMe), 15.2  (CH2SMe). HRMS: m/z 
calcd  for  [M]+:  912.15167;  found:  912.15427;  Elemental  analysis  calcd  (%)  for 
[10]PF6.0.5KPF6.5H2O: C, 36.84; H, 4.39; N, 5.65; found: 36.83; H, 4.40; N, 5.36.  
 
Δ/Λ‐[Ru(tpy)(bpy)(28)](PF6)2,  [11]Cl2:  [Ru(bpy2)Cl2]  (73.0 mg, 
0.151 mmol) and 28 (46.0 mg, 0.146 mmol) were dissolved  in 
deoxygenated H2O (10 mL) and this mixture was heated at 80 
°C  for  16  h,  after  which  the  mixture  was  concentrated  in 
vacuo.  Purification  by  Sephadex  LH‐20  (MeOH)  afforded  the 
title  compound  as  an  inseparable mixture  of  diastereomers 
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Abstract:  Light‐activated  ruthenium  polypyridyl  anticancer  prodrugs  often  suffer  from 
poor water solubility, poor selectivity, and/or ill‐defined intracellular targets. Coordination 
of  the  D‐  or  L‐glucose  thioether  ligand  3  =  2‐(2‐(2‐(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐
glucopyranoside to the highly  lipophilic ruthenium complex  [Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+  ([1]2+, 
tpy  =  2,2′:6′,2′′‐terpyridine,  dppn  =  benzo[i]dipyrido‐[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine)  solved  all 
problems  at  once.  The  two  enantiomers  [Ru(tpy)(dppn)(3)](PF6)2  ([D‐2](PF6)2  and  [L‐
2](PF6)2) are soluble  in water, which allowed  for probing the  influence of the chirality of 
the  glucose  moiety  on  uptake,  toxicity,  and  intracellular  localization  of  the  prodrug 
without changing any other physical and/or chemical properties. Both compounds showed 
mild but different cytotoxicity in A549 (human lung carcinoma) and MCF‐7 (human breast 
adenocarcinoma)  cancer  cells  in  the  dark,  whereas  similarly  high  cytotoxicity  was 
observed for both compounds after irradiation with low doses of visible light (3.1 J.cm−2 at 
455 nm).  Irrespective of  chirality  the  slightly  emissive Ru  complexes were  found  in  the 
mitochondria, where two modes of action may contribute to light‐induced cell death. On 
the one hand,  the glucose‐thioether  ligand  is photosubstituted by water,  thus  releasing 
[1]2+  that  interacts with DNA  at  an  exceptionally  high  400:1  bp:Ru  ratio. On  the  other 


















One of  the major challenges  in  the development of new anticancer drugs  is  to  improve 
selectivity.  A  common  strategy  to  better  differentiate  normal  proliferating  cells  from 
malignant  cells  is  to  develop  drugs  targeting  specific  hallmarks  of  cancer  cells,  such  as 
aerobic glycolysis. As first described by Otto Warburg,[1] cancer cells use glycolysis for their 
energy  production  and  therefore  have  a  higher  demand  for  simple  sugars  such  as  D‐
glucose.  As  the  cell membrane  is  impermeable  to  polar molecules  specific membrane 
transporters  control  glucose  uptake  (GLUT  and  SGLT).  These  transporters  are 
overexpressed  in many cancer cell  types, which not only aids D‐glucose penetrating  into 
the cell, but also provides a method to target imaging or therapeutic compounds to cancer 
cells.[2]  For  example,  2‐deoxy‐2‐(18F)fluoro‐D‐glucose  (18‐FDG)  is  a  common  radiotracer 
used  in  the  clinics  to  image  tumors  in  vivo.[3]  Conjugating  D‐glucose  or  other  GLUT 
substrates  to  organic[3‐4]  or  inorganic[5]  anticancer  compounds  is  a  quickly  expanding 
cancer‐targeting strategy. Several methods have been proposed to assess the benefits of 
D‐glucose  functionalization  of  an  anticancer  drug.  Enhanced  uptake  is  usually 
demonstrated  indirectly,  for example by comparing glucose‐functionalized drugs to their 
aglycon  counterpart,[6]  or  by  competitive  inhibition  experiments  with  D‐glucose.[7] 
However,  these  methods  usually  ignore  the  difference  in  polarity  and  hydrophilicity 
between  the  glycoconjugates  and  aglycon  analogues, which  for many  compounds  can 
have major influence on drug uptake, localization, and/or mode‐of‐action. Comparing the 
biological effects of a glycoconjugate on different cell  lines with different expressions of 
glucose  transporters  is  another  alternative.[8]  However,  depending  on  the  cell  line 
different  glucose  transporters  may  be  overexpressed,[9]  which  complicates  the 
interpretation of such experiments. Finally, adding glucose transporter inhibitors to switch 
off  the  uptake  of  glucose  functionalized  compounds,  is  also  possible.[10]  However, 
synergies  between  biologically  active  compounds  have  been demonstrated  on multiple 
occasions,[11]  and  it  may  be  difficult  to  distinguish  impaired  drug  uptake  due  to  the 
inhibitors, from the cytotoxicity of the inhibitor itself.[12] 
To solve these biases we herein propose a new approach consisting in directly comparing 
the activity of  the D‐ and  L‐glucose conjugates of  the  same drug, here an achiral, highly 
lipophilic ruthenium compound [Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+ ([1]2+, Scheme 3.2, tpy = 2,2′:6′,2′′‐





biological  effects  of  the  D‐glucose  functional  group  without  the  experimental  biases 
mentioned above. Compound [1]2+ has another interesting property: it belongs to a family 




















for  their opposite  sign of optical  rotation  (D‐3:  [α]D
20  ‐10.0  (c = 1.00  in MeOH)  and  L‐3:  
[α]D




Scheme  3.1  a).  BzCl  in  pyridine,  0  °C  –  rt,  6  h,  quant.;  b).  i.  33% HBr/AcOH  in DCM,  rt,  overnight;  ii. Ag2CO3  in 
acetone/water,  rt, 3 h, 99% over  two  steps;  c).  trichloroacetonitrile, DBU  in DCM,  rt, overnight, 78%; d). 2‐(2‐(2‐
(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethan‐1‐ol, DCM, cat. TMSOTf, rt, 3 h, 69%; e).  cat. NaOMe in MeOH, rt, overnight, 85%. 
 
In  a  second  step,  the  ligands  D‐3  or  L‐3  were  coordinated  to  ruthenium  according  to 
Scheme 3.2.  Isolation of the aqua complex, [1](PF6)2 was necessary, and further reaction 
with a three‐fold excess of D‐3 or L‐3 under mild conditions (acetone, 50 °C) afforded the 














The  photoreactivity  of  the  water‐soluble  thioether  complex  [D‐2](PF6)2  was  tested  in 
different conditions. Figure 3.1 shows the evolution of the UV‐vis spectrum of [D‐2](PF6)2 
upon blue light irradiation (450 nm) in pure water and under argon. The initial absorption 
maximum  at 460 nm decreased while  a new  1MLCT band  at 474 nm  increased;  a  clear 
isosbestic point was also observed, showing that in such conditions a single photoproduct 
was  obtained.  According  to  mass  spectrometry,  the  photoproduct  was 
[Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+  ([1]2+, m/z =  found 342.4,  calculated 342.5). Photosubstitution of 
the  thioether‐glucose  conjugate by water proceeds with a quantum yield of 0.00095  (± 




yield  ΦP of  3.7   10
‐5 was measured. Under prolonged blue  light  irradiation  in  air,  the 
wavelength of the emission band shifted from 648 nm to 690 nm, indicating the formation 










CD3OD  an  intense  emission  peak  at  1270  nm,  characteristic  of  singlet  oxygen,  was 
observed  upon  blue  light  irradiation  of  [D‐2](PF6)2  (Figure  S.II.2).  The  quantum  yield  of 
singlet  oxygen  production  (ΦΔ)  of  [D‐2](PF6)2  in methanol‐d4  was  0.71,  i.e.,  [D‐2](PF6)2 






Figure  3.1  Electronic  absorption  spectra  of  [D‐2](PF6)2  in  deoxygenated 
H2O irradiated at 450 nm for 60 min. Spectra were taken each 30 s for the 
first 10 min, followed by a spectrum every 5 min until 60 min. T = 298 K, 
[Ru]tot  =  4.23  ×  10
−5  M,  λexc  =  450  nm,  photon  flux  =  1.77  ×  10
−7 mol 
photons  s−1.  Inset  depicts  the  evolution  of  ln  [D‐2]/[Ru]tot  vs.  irradiation 
time. 
The  results of photosubstitution of  the  thioether  ligand 3  in  [D‐2]2+ contrast with  recent 
work  from  the  Turro  group,  who  demonstrated  that  the  analogous  complex 
[Ru(tpy)(dppn)(pyridine)]2+  did  not  undergo  photosubstitution  of  the  pyridine  ligand  in 
organic solvents. Instead, the complex was reported to efficiently produce 1O2 (ΦΔ = 0.98) 
due  to  the  presence  of  low‐lying  π‐π*  excited  states  centered  on  the  dppn  ligand.[17] 
Apparantly,  the  nature  of  the  monodentate  ligand  plays  an  important  role  in  the 
photoreactivity  of  this  family  of  dppn‐based  ruthenium  complexes.  Although 
photosubstitution,  phosphorescence,  and  singlet  oxygen  generation  often  represent 
competing pathways  in  ruthenium photochemistry, when  [D‐2]2+  is  irradiated with blue 
light  all  processes may  occur,  depending  on  dioxygen  concentration.  In  deoxygenated 






























curves  and  effective  concentrations  (EC50)  are  reported  in  Figure  3.2  and  Table  3.2, 





compounds were  activated  and  showed  similar  high  cytotoxicity,  characterized  by  sub‐
micromolar effective concentrations (EC50). According to these results, the chiral nature of 













action  for  the  glycoconjugated  compound  [Ru(tpy)(dppn)(D‐3)]2+  ([D‐








[b]  ±CI  PI  EC50 dark
 [a]    ±CI  EC50 455 nm
[b]  ±CI  PI 
[D‐2](PF6)2  19  +4.0  0.72   +0.16  26  9.6   +2.9  0.86   +0.21  11 
‐3.3  ‐0.13  ‐2.3  ‐0.17 
[L‐2](PF6)2  50  +17  0.58  +0.13  86  18  +3.8  0.61  +0.28  30 
‐13  ‐0.11  ‐3.1  ‐0.19 





[D‐2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2 were  found  to be  slightly emissive  in  cells, which  allowed  for 
performing  uptake  and  localization  studies  (Figures  3.4  and  S.II.5‐S.II.10).  Microscopy 
imaging was performed for A549 cells treated in the dark with [D‐2](PF6)2 or [L‐2](PF6)2 for 
4,  6,  and  24  h  (λexc  =  488 nm,  Figure  S9).  These  images  revealed  that  independent  on 
incubation  time,  [D‐2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2  displayed  no  significant  difference  in 
localization or emission  intensity, and both complexes were clearly  localized outside  the 
nucleus  (Figures  S.II.5‐S.II.6).  Co‐localization  experiments  using MitoTracker  Deep  Red 
(MTDR,  λexc  =  639  nm) were  attempted  after  6  h  incubation  (Figure  S.II.9). Due  to  the 
weaker emission of [1]2+ compared to MTDR, and some absorption of MTDR at 488 nm, it 
was  impossible  to  quantitatively  co‐localize  the  ruthenium  compound  and  the  dye 
unequivocally. However,  the  ruthenium  compounds  and MTDR,  added  separately,  gave 












were  altered,  showing  bubble‐like  structures,  compared  to  untreated  cells.  Thus,  the 
combination  of  treatment  with  the  complexes  and  488  nm  light  irradiation  led  to 
modifications  of  the mitochondria  structure. Mitochondria  are  known  to  have  a  highly 
negative  inner  membrane  potential,  which  can  be  targeted  by  cationic,  lipophilic 
compounds.[18] Considering the positive charge and  lipophilic nature of [D‐2](PF6)2 and [L‐
2](PF6)2, and the experimental  facts highlighted above,  it  is proposed that upon crossing 
the plasma membrane, both complexes target the mitochondria.  
Due to the lack of uptake selectivity of [D‐2](PF6)2 vs [L‐2](PF6)2 and proposed localization 
in  the mitochondria, a  final  imaging experiment with  sodium azide  (NaN3) was  realized. 
Sodium  azide  treatment  is  known  to  inhibit  all  energy‐dependent  uptake mechanisms. 
Cells  treated with NaN3  together with  [D‐2](PF6)2 or  [L‐2](PF6)2, did not  show  significant 
differences  in  uptake  or  localization  (Figure  S.II.8)  compared  to  cells  that  were  only 















mitochondrial  localization and  the DNA  light‐switch capabilities of dppz analogues of  [D‐
2](PF6)2.
[20] Therefore,  the photochemistry of  [D‐2](PF6)2 with  calf  thymus DNA  (CT‐DNA) 
and pUC19 plasmid DNA was  studied  in more detail. As explained above,  in PBS under 
blue light excitation (450 nm) in air the emission maximum of [D‐2](PF6)2 shifted from 648 
nm  to 690 nm, which was attributed to  the  formation of  [1]2+.  In such conditions,  there 
was  no  significant  change  in  emission  intensity  over  irradiation  time  (Figure  3.5a). 









(Pluronic F‐127), DOPC/DMPC  liposomes,  L‐cysteine,  L‐histidine,  L‐glutathione,  L‐lysine,  L‐
tryptophane and 5’‐GMP  (5 mM  in PBS) did not enhance  the emission after  irradiation. 
These data not only confirm a specific DNA  light‐switch  interaction of [1]2+ with CT‐DNA, 




The  emission  study  suggested  different  interaction  of  [D‐2]2+  and  [1]2+  with  DNA.  To 
further  investigate  this  point  interaction  of  [D‐2](PF6)2  and  pUC19  plasmid  DNA  was 
further  analysed  using  agarose  gel  electrophoresis.  pUC19 was  supplied  as  a  2686  bp 
plasmid, of which ~95% was  in  the supercoiled  (SC)  form. A single nick  in one of  the SC 
strands, caused by 1O2 for example, results in the open circular (OC) form, which migrates 
more  slowly through the gel than the SC form. Staining and visualization of the DNA using 
ethidium bromide  (EtBr), a known DNA  intercalator,  is  sensitive  to  the  ratio of DNA bp 
(base pairs)  to metal  complex  (MC,  Figure 3.6).  Thus,  [D‐2]2+  and  EtBr  compete  for  the 
same DNA binding sites. To determine the photobinding and photocleaving ability of  [D‐
2]2+,  a  400:1  bp:MC  (base  pairs:metal  complex)  ratio  was  used.  At  such  a  low metal 







mode  of  interaction  (covalent  modification  vs.  intercalation)  could  not  be  specified. 




































However,  it did show that photo‐induced association of [1]2+ or  [D‐2]2+ with the SC  form 
was occurring. Taking into account both sets of DNA experiments, it is proposed that the 
photoproduct  [1]2+  is able  to  interact with mitochondrial DNA either via  intercalation or 
via  coordination,  which  results  in  increased  emission  of  the metal  complex  and  DNA 





Figure  3.6.  Agarose  gel  showing  photoinduced  binding  and 
photocleavage  of  pUC19  plasmid  DNA  with  [D‐2](PF6)2 
irradiated  for 0‐15 min with blue  light  (455 nm). LD =  linear 





Glycoconjugation may have  two  functions  in drug design. First,  it dramatically  improves 
the hydrophilicity of a compound, which improves drug‐likeness for lipophilic compounds 
such as [1]2+. By combining glycoconjugation with the light‐induced uncaging properties of 
ruthenium‐based  polypyridyl  compounds,  one  can  recover  the  hydrophobic  active 
molecule [1]2+  inside the cell providing the glycoconjugated compound can still cross the 
cell membrane. For [D‐2](PF6)2 and [L‐2](PF6)2 this approach was very successful: the dppn 
ligand  is  lipophilic  enough  to  counter‐balance  the  hydrophilicity  of  the  glucose moiety, 
which allows passive uptake to take place. Upon irradiation with a low dose of visible light 
(454 nm, 3.2  J.cm−2)  a  very high  cytotoxic  activity  characterized by  submicromolar  EC50 








the photoproduct  [1]2+  to  interact better with biomolecules.  In particular, mitochondrial 
DNA  seems a  likely  target of  the achiral photoproduct  [1]2+, as  it  interacts with plasmid 
DNA at particularly high bp:Ru ratio. Second, both [2]2+ and [1]2+ efficiently generate 1O2, 
which  for  adducts  between  mitochondrial  DNA  and  [1]2+  leads  to  extensive  DNA 






of  glucose  transporter‐mediated  uptake.  A  similar  interpretation would  have  led  us  to 
conclude  that  the higher dark  cytotoxicity of  [D‐2](PF6)2  vs.  [L‐2](PF6)2 was  the  result of 
glucose  transporters  being  targeted  by  the  D‐glucose  functional  group  in  [D‐2](PF6)2. 
However, in vitro imaging showed no difference in uptake or cellular localization between 
the  two  enantiomers,  and  addition  of  sodium  azide  concluded  to  energy‐independent 
drug uptake. These results demonstrate that GLUT or SGLT are not involved in the uptake 
of  these  compounds,  and  thus  that  other  enzymes,  such  as  for  example  efflux  pumps 
and/or glucosidases,[22] must be responsible for the twice higher cytotoxicity of [D‐2](PF6)2 
in  the  dark,  compared  to  [L‐2](PF6)2.  This  work  has  also  unexpected  consequences: 
although [D‐2](PF6)2,  i.e., the complex conjugated to the natural D‐glucose moiety, would 
be  expected  to  be  the  most  interesting  “targeting”  enantiomer,  [L‐2](PF6)2,  i.e.,  the 
complex  conjugated  to  the  non‐natural  L‐glucose  moiety,  actually  shows  a  higher 
phototoxic  index  because  of  its  lower  cytotoxicity  in  the  dark.  In  the  end,  L‐glucose 





Reagents  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  and  used  without  further  purification. 
Benzo[i]dipyrido‐[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine (dppn) was synthesized according to a  literature 
procedure.[23]  2,2′:6′,2′′‐Terpyridine  (tpy)  was  ordered  from  ABCR  GmbH  &  Co.  Dry 
solvents were collected from a Pure Solve MD5 dry solvent dispenser from Demaco. For all 

















µM  solution  in  water/acetonitrile;  50/50;  v/v  and  0.1%  formic  acid)  in  a  mass 
spectrometer (Thermo Finnigan LTQ Orbitrap) equipped with an electrospray ion source in 








1,2,3,4,6‐Penta‐O‐benzoyl‐α/β‐L‐glucopyranose,  L‐6:  To  a  solution  of  L‐
glucose[24]  (627 mg, 3.47 mmol)  in pyridine  (17.0 mL) at 0  °C, was slowly 
added benzoyl chloride (2.20 mL, 18.9 mmol). The suspension was allowed to stir for 6 h 
at  room  temperature,  after  which  excess  benzoyl  chloride  was  neutralized  upon  the 
addition of water  (10 mL),  resulting  in a clear solution. The solution was  further diluted 
with EtOAc  (~100 mL) and washed with 1 M HCl  (2x), NaHCO3  (aq).  (2x) and brine  (2x). 










6  (3.01 g, 4.30 mmol)  in DCM  (10 mL) was added 33% HBr  in AcOH  (2.50 




















(0.60 mL, 4.02 mmol)  and  trichloroacetronitrile  (13.0 mL,  130 mmol). 
This  solution was  allowed  to  stir  overnight,  after which  it was  concentrated  in  vacuo. 
Purification of the crude over silica (33% EtOAc  in PE) afforded the title compound as an 
off‐white  foam  (2.12  g,  2.86 mmol,  78%,  α/β  ratio  of  1:1).  The  analytical  data  are  in 









glucopyranoside  (Chapter  2),  but  starting  from  L‐8  (2.12  g,  2.86 mmol). 






2‐[2‐(2‐(Methylthio)ethoxy)ethoxy]ethyl  β‐L‐glucopyranoside,  L‐3:  This 
compound  was  prepared  as  described  for  (2‐Methylthio)ethyl‐β‐D‐
glucopyranoside (Chapter 2) but starting from L‐9  (1.47 g, 1.99 mmol) Yield: 






[Ru(tpy)(dppn)Cl]Cl,  [4]Cl:  Ruthenium  dimer  [{Ru(tpy)Cl2}2].H2O
[28] 
(300 mg,  0.347 mmol)  and  dppn[23]  (231 mg,  0.695 mmol)  were 
dissolved  in  a  deoxygenated  solution  of  ethylene  glycol  (17 mL) 
which was heated to 100 °C under an argon atmosphere for five h. 
The  resulting  purple  solution  was  then  filtered  over  Celite®. 
Addition of Et2O  to  the  filtrate resulted  in a precipitate which was 
collected  on  a  glass  frit  and  thoroughly  washed  with  water  and 















(Cq), 157.6  (Cq), 154.0  (CH 1), 153.80  (CH 20), 152.6  (Cq), 152.5  (CH 10, CH 13), 150.5  (Cq), 
141.5  (Cq), 141.0  (Cq), 137.9  (Cq), 137.8  (Cq), 137.2  (CH T5, CH T5’’), 134.5  (Cq), 134.4  (Cq), 
134.2 (CH T4’), 131.9 (CH 3), 130.8 (CH 8), 130.1 (Cq), 129.6 (Cq), 128.5 (CH T3), 128.5 (CH T3’’), 
127.9 (CH 22), 127.8 (CH 15), 127.3 (CH T4, T4’’), 127.2 (CH 11, CH 12), 126.5 (CH 21), 123.7 (CH 
21)  , 122.80  (CH T3’, CH T5’); HRMS m/z calcd  for  [C37H23N7ClRu – Cl
‐]: 702.07415;  found: 




mg,  0.099  mmol)  in  acetone/water  (10  mL,  3:1)  was  added 
AgNO3 (39.0  mg, 0.230 mmol). This mixture was allowed to stir 
under argon at 50  °C  for 16 h, after which  it was  filtered over 
Celite®. 2 mL of a saturated solution of NH4PF6  was added to the 
filtrate  and  the  resulting brown precipitate was  collected on  a 
glass  frit,  followed  by  washing  with  H2O  (3x)  and  Et2O  (3x), 
affording  [10](PF6)2  as  a  brown  precipitate  (60 mg,  0.083 mmol,  84%) which was  used 
without further purification. Rf = 0.5 (100/80/20 acetone/water/sat. aq. KPF6). 
 
 [Ru(tpy)(dppn)(D‐3)](PF6)2,    [D‐2](PF6)2:  [1](PF6)2  (60.0  mg, 
0.0668  mmol)  and  ligand  D‐3  (61.0  mg,  0.178  mmol)  were 
dissolved in deoxygenated acetone and stirred at 50 °C for 24 h 
under  an  argon  atmosphere  in  the  dark.  The  resulting 
brown/orange  solution was  concentrated  in vacuo at 30  °C  in 





a precipitate which was  collected by  filtration over a Whatman® RC60 membrane  filter 
and subsequently washed with EtOAc (3x), Et2O (3x) and n‐hexane (3x), affording the title 

















































129.5  (CH T4, CH T4’’), 129.5  (CH 11, CH 12) 129.1  (CH 8, CH 15), 128.9  (CH 11, CH 5, CH 8), 
128.0 (Harom), 126.1 (CH T6, CH T6’’), 125.4 (CH T3’, CH T5’), 104.2 (C‐1), 78.0 (C‐3), 77.5 (C‐4), 
74.8  (C‐2), 71.7  (C‐5), 71.0  (2   x CH2 OCH2), 70.9  (CH2 OCH2), 69.3  (CH2 OCH2), 68.2  (CH2 




[Ru(tpy)(dppn)(L‐3)](PF6)2,  [L‐2](PF6)2:  This  compound  was 
synthesized  and purified  according  to  the procedure described 











was diluted with  PBS  (0.30 mL)  in  a  semi‐micro  cuvette  (4.7 µM),  followed by 450 nm 
irradiation of the sample for 25 minutes (50 mW, 4 mm beam diameter, 8% of the sample 
simultaneously  irradiated).  During  this  period,  emission  spectra  were  continuously 
recorded.  At  the  end  of  irradiation,  [D‐2](PF6)2  had  been  fully  converted  to  the  aqua 
complex [1](PF6)2. Then, 0.15 mL of a solution of sonicated calf thymus DNA was added to 
reach  a  final  DNA  concentration  of  0.5  mg/mL,  leading  to  a  strong  increase  of  the 
emission. The  sample was  left  in  the dark, while emission  spectra were  recorded at an 
interval of five minutes until t = 45 minutes; no major variation of the emission  intensity 
was observed. After this period, the sample was  irradiated continuously again, which  led 
to a gradual  increase of the emission  intensity.  In a parallel experiment, CT‐DNA and [D‐
2](PF6)2 were mixed directly at t = 0 and the sample was irradiated at 450 nm for 25 min 

















nm) with photon  flux  Φ  =  1.77  ∙  10‐7 mol photons  ∙  s‐1 while  the  solution was  kept  at 
constant temperature (25 °C). During irradiation UV‐vis spectra were recorded on a Varian 
Inc. Cary 50 UV‐vis spectrometer with intervals of 30 seconds until t = 3600 seconds. ESI‐
MS  spectra were  recorded after  the  irradiation experiment  to confirm  the  formation of 
the  aqua  species  [Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+  (m/z  =  found  342.4,  calculated  342.5).  The 
quantum yield for the photosubstitution of the thioether ligand was calculated according 
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Effects  of  the  bidentate  ligand  on  the  photophysical 




Abstract:  Ruthenium  polypyridyl  complexes  have  received  widespread  attention  as 
potential chemotherapeutics  in photodynamic therapy  (PDT) and  in photochemotherapy 
(PACT). Herein we  investigate a  series of  sixteen  ruthenium polypyridyl  complexes with 




2‐yl)methanimine),  or  azpy  (2‐(phenylazo)pyridine),  L  =  Cl  or  2‐(2‐(2‐
(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside)  and  their potential  for  either  PDT 
or  PACT. We  demonstrate  that  although  increased  lipophilicity  is  generally  related  to 















potential  alternatives  to  the  clinically  approved  cisplatin.  Cisplatin  is  associated  with 
serious  side  effects  such  as  renal  toxicity,  neurotoxicity,  and  hearing  loss.[2]  The most 
thoroughly  investigated  ruthenium‐based anti‐cancer agents, NAMI‐A and KP1019, both 
reached  phase  II  clinical  trials  before  being  abandoned.[3]  More  recently  the  tunable 
photophysical  properties  of  ruthenium(II)  polypyridyl  complexes  have  been  used  to 
develop  compounds  combating  bacterial  resistance  to  antibiotics,[4]  or  new 
photosensitizers for photodynamic therapy as an alternative to e.g. Photofrin.[5] Recently, 
the group of McFarland have made a great step forward in this field, by entering Phase I 
clinical  trials  with  a  Ru(II)‐thiophene‐polypyridyl‐based  photosensitizer,  TLD1433.[6] 
Simultaneously, a great interest has been shown in the development of sterically strained 
ruthenium(II)  complexes  for  the  light‐induced  delivery  of  cytotoxic  cargo.[7]  This  last 
approach  is often  referred  to as photo‐activated chemotherapy  (PACT).[3b] The proof‐of‐
concept  for  ruthenium‐based PACT was  first demonstrated by Etchenique’s group, who 
showed that the photoinduced release of the potassium channel blocker 4‐aminopyridine 
(4AP)  from  [Ru(bpy)2(4AP)2]
2+  upon  visible  light  irradiation,  lead  to  a  response  in  leech 
neurons.[8] Many  other  examples  of  ruthenium  complexes  used  as  photoactive  agents 
releasing anticancer molecules have been developed by  the group of Turro,[9] Gasser,[10] 




f][1,10]phenanthroline),  dppz  (dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine,  dppn 
(benzo[i]dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine),  pmip  (2‐(4‐methyl‐phen‐yl)‐1H‐imidazo[4,5‐
f][1,10]phenanthroline),  pymi  ((E)‐N‐phenyl‐1‐(pyridin‐2‐yl)methanimine),  or  azpy  (2‐





4.1)  has  unique  phototoxic  properties  based  on  a  dual mode‐of‐action  involving  both 
photosubstitution of  the  thioether  ligand and singlet oxygen generation.  In  this chapter, 
we  compare  the  photophysical  properties  of  all  conjugates  [1b](PF6)2‐[8b](PF6)2  and  of 
their  chloride  analogues  [1a]Cl‐[8a]Cl  in water,  and  correlate  them  to  the  uptake  and 














Chloride  complexes  [1a]Cl,[16]  [2a],Cl[17]  [4a]Cl,[18]  [5a]Cl,[13b]  [7a]Cl,[19]  [8a]Cl,[20]  and  the 
ligand  2‐(2‐(2‐(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside  (R)[13b]  were 
synthesized  as  reported previously. Complex  [1b](PF6)2 was  synthesized  as described  in 
Chapter 2. Complexes [3a]Cl and [6a]Cl were synthesized by reacting [Ru(tpy)Cl3] with the 
bidentate  ligand dpq or pmip  in  the presence of  triethylamine as a  reducing agent. The 
chloride complexes [2a]Cl‐[8a]Cl were then reacted with an excess of the thioether ligand 
R in the dark in water. Silica column purification of the crude complexes, followed by size 
exclusion  chromatography,  afforded  the  thioether‐glucose  ruthenium  conjugates 
[2b](PF6)2 and [4b](PF6)2 as orange and red solids and [8b](PF6)2 as a purple solid. To ease 
purification of the pmip complex [6b](PF6)2 the synthesis was carried out similarly to the 
previously  reported  synthesis of  [5b](PF6)2
[13b] by  first  converting  the  chloride precursor 
[5a]Cl to the aqua species  [Ru(tpy)(pmip)(H2O)](NO3)2 using AgNO3,  followed by reaction 
of the thioether  ligand with the aqua complex. Similarly, the syntheses of  [3b](PF6)2 and 
[7b](PF6)2 were carried out  in  the presence of AgPF6  to ensure  in  situ conversion  to  the 
aqua  species.  All  chloride  complexes  except  [4a]Cl,  [5a]Cl  and  [6a]Cl  and  all  thioether 
complexes  are  soluble  in  water.  As  reported  for  the  complex 
[Ru(tpy)(bpy)(Hmte)](PF6)2,
[21]  all  thioether  complexes  showed  an  upfield  shift  of  the 
methylsulfide group  to ~1.5 ppm  in  the  1H NMR spectra, confirming coordination of  the 










Attempts  to crystallize  the glycoconjugates  [1b](PF6)2 –  [8b](PF6)2 were unsuccessful and 
usually led to the formation of oils or colloidal suspensions.  However, crystals suitable for 
X‐ray diffraction analysis were obtained  for  [5a]Cl, and  for  [3a]PF6 and  [4a]PF6 after salt 
metathesis  of  [3a]Cl  and  [4a]Cl  using  aqueous  NH4PF6,  followed  by  vapor  diffusion  of 
diethyl ether to a solution of [3a]PF6 in acetone or acetone to a solution of [4a]PF6 in ethyl 
acetate. Crystals suitable for X‐ray diffraction for [5a]Cl were obtained by vapor diffusion 
of  diisopropylether  in  acetonitrile.  The  three  crystal  structures  showed  the  expected 
distorted octahedral geometry, with a reduced (< 180°)  N‐Ru‐N angle for the coordinated 
terpyridine  ligand  (N1‐Ru1‐N3, 159.11 – 159.40°, Table 4.1). The bidentate  ligands dpq, 
dppz and dppn are all bound perpendicular to tpy, with a N4‐Ru1‐N5 bite angle of 79.26 – 
80.2° (Table 4.1). The Ru1‐Cl1 bond  lengths were found to be similar with values ranging 
from 2.4015  to 2.4165 Å which are very close  to  reported values  for  related complexes 
Selected bond lengths and angles are given in Table 4.1.[22] 
 











The  photophysical  properties  of  the  chloride  complexes  [1a]Cl  –  [8a]Cl  were  first 
investigated  in acetonitrile,  in which the complexes are all soluble and do not hydrolyze. 
The  chloride  complexes  [1a]Cl  –  [8a]Cl  show  metal‐to  ligand  charge  transfer  (1MLCT) 
bands varying between 501 and 523 nm corresponding  to  the, with molar absorptivities 
ranging from 9.1 x 103 to 12.8 x 103 M‐1 cm‐1 (Table 4.2), comparable to reported values for 
ruthenium(II)  polypyridyl  complexes.[7,  11,  14b,  23]  All  complexes  have  very  low 








photosubstitution  quantum  yields  in  water  using  electronic  absorption  spectroscopy. 
Monochromatic blue light (450 or 470 nm) was used to irradiate the complexes into their 
1MLCT  absorption  band.  While  all  thioether  complexes  are  thermally  stable  at  room 
temperature,  seven  of  the  eight  complexes,  i.e.,  [1b](PF6)2  to  [7b](PF6)2,  showed  light‐
induced  exchange  of  their  thioether  ligand  for  H2O.  The  ligand  photosubstitution was 
characterized by clear isosbestic points in the UV‐vis spectra (450 to 476 nm), as shown in 
Figure  4.3  For  each  of  these  reactions  a  bathochromic  shift  of  the  1MLCT  band  was 




256).  Changing  the  bidentate  ligand  therefore  has  a  significant  influence  on  the 
photosubstitution  rates.  Interestingly,  the  dppz  complex  [4b]2+  has  the  highest 
Table 4.1 Selected bond distances (Å) and bond angles (°) for complexes [3a]PF6, [4a]PF6.(CH3)2CO and [5a]Cl. 
  [3a](PF6)2  [4a](PF6)2  [5a]Cl
[a] 
Ru1 ‐ Cl1  2.4062(5)  2.4015(7)  2.4165(17) 
Ru1 ‐ N1  2.069(2)  2.053(2)  2.048(5) 
Ru1 ‐ N2  1.9569(19)  1.957(2)  1.953(5) 
Ru1 ‐ N3  2.058(2)  2.064(2)  2.050(5) 
Ru1 ‐ N4  2.046(2)  2.044(2)  2.043(5) 
Ru1 ‐ N5  2.0917(19)  2.074(2)  2.073(5) 
C5 ‐ C6  1.472(3)  1.469(4)  1.469(9) 
C5 ‐ N1  1.369(3)  1.372(3)  1.389(8) 
C6 ‐ N2  1.355(3)  1.357(3)  1.340(7) 
C10 ‐ C11  1.478(3)  1.479(4)  1.484(8) 
C10 ‐ N2  1.355(3)  1.349(4)  1.340(7) 
C11 ‐ N3  1.371(3)  1.372(3)  1.384(7) 
C20 ‐ C21  1.446(3)  1.440(4)  1.459(8) 
C20 ‐ N4  1.370(3)  1.371(3)  1.370(7) 
C21 ‐ N5  1.364(3)  1.362(3)  1.379(8) 
N1‐ Ru1 ‐ N3  159.10(8)  159.58(9)  159.67(19) 












for which  light  irradiation  leads to  low‐lying 3ππ* excited states  located on the spectator 
bidentate ligand.[13b] With the dppz complex such 3ππ* states are either too high in energy 
to be populated, or outcompeted by a  rather quick conversion  to  the photodissociative 
metal‐centered triplet state (3MC).  
Another interesting observation concerned the difference in reactivity between [7b]2+ and 
[8b]2+. Whereas  [7b]2+ displayed  ligand dissociation efficiency comparable  to  that of  the 
bpy complex [1b]2+, the azpy compound [8b]2+ did not show any ligand photosubstitution, 
indicating  a  strong  electronic  effect  of  the  azo  ligand  on  the  photoreactivity  of  its 
ruthenium  complex.  The  1MLCT  absorption maximum  for  [8b]2+  is  significantly  lower  in 
energy (505 nm) than that of [7b]2+ (472 nm), which points to the low energy of the azo‐
based π* orbital of  the azpy  ligand,  leading  to a  low‐lying  3MLCT state  for  the complex. 
Since there  is no steric strain  in this complex to  lower the 3MC state,[23b] the 3MC−3MLCT 
energy  gap  is  very  large  in  [8b]2+,  therefore  preventing  photosubstitution  reactions  to 
occur.  It  should  be  noted  that  [8b]2+  is  not  emissive  at  all  (ΦP  <  1  x  10
‐5)  and  has  a 
negligible 1O2 generation quantum yield (0.007), and thus that non‐radiative decay  is the 
main deactivation pathway for this complex. Regarding 1O2 generation, most of the other 
complexes  produced  small  amounts  of  1O2  in  CD3OD  (ΦΔ  =  0.002  –  0.14),  with  the 
exception  of  [5b]2+  with  a  1O2  quantum  yield  of  0.71.
[13b]  Interestingly,  its  chloride 
analogue  [5a]+  only  has  a    1O2  quantum  yield  of  0.023  under  the  same  conditions, 



















[1a]Cl  504 (9.1 x 103 )  4.6 x 103  ‐  ‐  0.055  < 1 x 10‐5 
[2a]Cl  501 (9.1 x 103)  6.5 x 103  ‐  ‐  0.048  8.5 x 10‐4 
[3a]Cl  504 (9.1 x 103)  6.6 x 103  ‐  ‐  0.055  < 1 x 10‐5 
[4a]Cl  511 (9.6 x 103)  5.6 x 103  ‐  ‐  0.005  < 1 x 10‐5 
[5a]Cl  498 (12.0 x 103)  8.5 x 103  ‐  ‐  0.023  4.3 x 10‐4 
[6a]Cl  501 (1.12 x 103)  6.8 x 103  ‐  ‐  0.082  3.2 x 10‐3 
[7a]Cl  523 (13.0 x 103)  3.4 x 103  ‐  ‐  0.012  1.4 x 10‐5 
[8a]Cl  508 (12.2 x 103)  3.9 x 103  ‐  ‐  < 0.001  1.8 x 10‐5 
[1b](PF6)2  450 (7.0 x 10
3)  7.0 x 103  0.0084  59  0.020 (0.020)  < 1 x 10‐5 
[2b](PF6)2  448 (6.2 x 10
3)  6.2 x 103  0.0065  40  0.050 (0.080)  1.2 x 10‐4 
[3b](PF6)2  448 (8.9 x 10
3)  8.9 x 103  0.0067  60  0.030 (0.010)  < 1 x 10‐5 
[4b](PF6)2  458 (13.1 x 10
3)  12.8 x 103  0.020  256  0.0010 (0.0030)  < 1 x 10‐5 
[5b](PF6)2  458 (11.6 x 10
3)   11.4 x 103  0.00095  11  0.71/(0.41)  < 1 x 10‐5 
[6b](PF6)2  460 (11.0 x 10
3)  10.4 x 103  0.0070  73  0.0020  < 1 x 10‐5 
[7b](PF6)2  472 (11.7 x 10
3)  11.7 x 103  0.0053  62  0. 11 (0.14)  2.5 x 10‐3 
[8b](PF6)2  505 (7.2 x 10



































The  cytotoxic  properties  of  the  chloride  complexes  [1a]Cl  ‐  [8a]Cl  and  their  caged 
analogues  [1b](PF6)2  ‐  [8b](PF6)2 were  evaluated  against  two different human  cell  lines: 
A549  (human  lung  carcinoma) and MCF‐7  (human breast adenocarcinoma). Considering 
the photo‐substitution properties of some of these complexes, their photocytotoxicity was 
also  tested under   blue  light  irradiation  (3.2 ± 0.2  J∙cm−2  at 454 ± 11 nm)  as described 
previously  for  [5b](PF6)2.
[13b]  Cells  were  seeded  at  t  =  0,  treated  after  24  h  with  a 
concentration gradient of each ruthenium complex,  irradiated or maintained  in the dark 
after  replacing  the media,  and  further  incubated  in  the  dark  for  48 h. At  t  =  96  h  cell 






similar  to  that  observed  for  [Ru(bpy)(dppz)2]
2+  analogues  reported  by  the  group  of 
Schatzschneider.[26] Based on their results, it was expected that the structurally similar but 
more  lipophilic dppn  complex  [5a]Cl would be  cytotoxic, but no  significant  toxicity was 
observed for this complex. On the other hand, its EC50 could not be clearly determined due 
to  the poor  solubility of  this  complex  in  cell  culture medium.[13b]  Interestingly however, 
[5a]Cl was found to be cytotoxic upon blue light irradiation, with EC50 values of 9.7 µM and 
3.2  µM  for  A549  and MCF‐7  cells,  respectively,  corresponding  to  photoindexes  (PI)  of 
more than 2.6 and 7.9, respectively. This result is unexpected, since the 1O2 quantum yield 
of [5a]Cl (0.023) is much lower than that of its glycoconjugated analogue [5b](PF6)2 (0.71). 
A  possible  explanation  would  be  the  partial  conversion,  after  uptake,  of  the  chloride 
complex to  its aquated counterpart [Ru(tpy)(dppn)(H2O)]
2+  (Figure 4.4a), which has been 
demonstrated  to  be  a  good  1O2  sensitizer  as  demonstrated  by  close  analogue 
[Ru(tpy)(dppn)(CD3OD)]
2+  (ΦΔ
  =  0.43).[13b]  An  alternative  explanation,  would  be  that  a 
different  type  of  PDT  is  occurring,  such  as  PDT  type  I,  which  is  dependent  upon  the 
formation of radical species without  intervention of molecular oxygen.[27] Further studies 
would  be  needed  to  conclude  on  the  biological mechanism  of  the  photocytoxicity  of 
[5a]Cl.  
None  of  the  glycoconjugated  complexes  were  found  photocytotoxic  except  [5b](PF6)2, 
which was recently reported to enter passively into the cells and to destroy mitochondrial 
DNA  by  singlet  oxygen  generation.[13b]  In  our  standard  treatment  protocol,  media  is 
replaced before  light  irradiation.  In such conditions, photocytotoxicity can solely  rely on 
the molecules  that have been  taken up by  the  cells during  incubation, which may be a 









each well  remains present during and after  irradiation, and most  importantly activation 
may  occur  outside  the  cell,  and  be  followed  by  cellular  uptake  of  the  activated 
photoproduct. For [4b](PF6)2, the observed phototoxicity might thus be explained by the 
formation of  the aquated  species  [Ru(tpy)(dppz)(H2O)]
2+ outside  the  cell,  followed by  in 
situ conversion  to  the chloride species  [4a]Cl due  to  the high chloride content  in media 
(>100 mM), followed by cellular uptake (Figure 4.4b). This  interpretation  is supported by 
the EC50 values found for [4a]Cl, which were not impressive but could clearly be measured 
(59 µM and 34 µM  for A549 and MCF‐7  respectively). Not  refreshing  the media before 
light  activation  did  not  lead  to  enhanced  toxicity  for  [1b](PF6)2  –  [3b](PF6)2  and  for 
[6b](PF6)2 –  [7b](PF6)2,  showing  that  keeping high  concentrations of  the prodrug during 
and  after  light  irradiation does not necessarily  lead  to enhanced phototoxicity. Overall, 
these results demonstrate that [4b](PF6)2 is a moderately effective PACT agent,
[3b] whereas 
the  dppn  analogues  [5a]Cl  and  [5b](PF6)2  are  catalytic  PDT  sensitizers  which  can  be 
activated using  a  low  dose of  blue  light.  They  also  demonstrate  that  apparently minor 
















and  toxicity of  these  complexes,  the water‐octanol partition  coefficients  (log Po/w) were 
determined for all complexes according to reported standards (Figure 4.5b).[28] As shown 
in Figure 4.5b (left) the chloride compounds with the smallest bidentate ligands, i.e., [1a]Cl 
–  [3a]Cl, have  similar  log Po/w values  ranging  from  ‐0.81  to  ‐1.1, while  [7a]Cl and  [8a]Cl 
Table 4.3 Cytotoxicity of compounds  [1a]Cl –  [8a]Cl and  [1b](PF6)2 –  [8b](PF6)2  towards A549 and MCF‐7 cells  in  the dark and 
upon blue light irradiation (454  nm, 3.2 J.cm−2). Cell‐growing inhibition effective concentrations (EC50) are reported  in µM with 
95%  confidence  interval  (CI)    in  µM.  Data  is  the mean  over  three  independent  experiments.  Photocytotoxicity  index  (PI)  = 
EC50dark/EC50light. 
Complex[a]  Light Dose (J cm‐2)  A549 EC50  CI  PI  MCF‐7 EC50  CI  PI 
[1a]Cl  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   






3.2  >100    52  +15 
‐10 
[3a]Cl  0  >100     
‐ 
>100    ‐ 
3.2  >100    >100   






3.2  47  +19  31  +4.8 
‐13  ‐4.2 
[5a]Cl  0  >25     
>2.6 
>25     




[6a]Cl  0  >25     
‐ 
>25     
‐ 3.2  >25    >25   
[7a]Cl  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   




3.2  ‐    ‐   
[1b](PF6)2  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   
[2b](PF6)2  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   
[3b](PF6)2  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   
[4b](PF6)2  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   
[4b](PF6)2




3.2  27  +6.4  20  +2.5 
‐5.2  ‐2.2 
[5b](PF6)2




3.2  0.72  +0.16  0.86  +0.21 
‐0.13  ‐0.17 
[6b](PF6)2  0  >100     
‐ 
>100     
‐ 3.2  >100    >100   
[7b](PF6)2  0  >100    ‐  >100    ‐ 
3.2  >100    >100   
[8b](PF6)2  0  >100    ‐  >100    ‐ 










provides  appreciable  water  solubility.  By  contrast,  the  chloride  compounds  with  the 




0.11  to  ‐0.51,  respectively) compared  to  their analogues  [1a]Cl –  [3a]Cl, while  [7b](PF6)2 
and  [8b](PF6)2 were  slightly more hydrophobic  (log Po/w =  ‐0.20  and  ‐0.18,  respectively) 
than [7a]Cl and [8a]Cl. This result points to the critical influence of the counterions, as the 
two  hexafluoridophosphate  anions  of  the  glycoconjugate  compounds  increase 
lipophilicity, compared to chlorides. Furthermore, the chloride complexes are not stable in 
water,  resulting  in  (partial)  conversion  to  the  [Ru(tpy)(N‐N)(H2O)]Cl2  species which  are 
more  soluble  in  water  than  the  hexafluoridophosphate  salts  of  the  R‐substituted 
ruthenium  complexes.  The most  hydrophobic  chloride  complexes  [4a]Cl  –  [6a]Cl,  that 
were much more  difficult  to  dissolve  in  water,  profited most  of  glycoconjugation,  as 
[4b](PF6)2  –  [6b](PF6)2  indeed  became  water  soluble  (log  Po/w  =  ‐0.84  to  ‐0.50, 
respectively). Overall glycoconjugation allowed for investigating the photochemistry of all 
thioether complexes [1b](PF6)2 – [8b](PF6)2 in water. 
In order  to  check whether  the  low  toxicity of  the  thioether‐glucose  conjugates was not 
simply due to a low uptake, cellular uptake was studied for all sixteen complexes in A549 
cells  at  a  concentration  of  25  µM,  using  an  incubation  time  of  24  h  and  measuring 
intracellular ruthenium concentrations by  ICP‐MS. Although no general correlation could 
be found between the log Po/w values for these complexes and their cellular uptake, very 
strong  differences  in  metal  uptake  were  observed  depending  on  the  ligands  and 
counterions  (Figure 4.5a). The most hydrophobic  chloride  compounds  [4a]Cl,  [5a]Cl and 
[6a]Cl  displayed  very  high  metal  uptake  (>1000  ng  Ru  per  million  cells),  while  their 
glycoconjugates  [4b](PF6)2,  [5b](PF6)2  and  [6b](PF6)2  displayed  cellular  uptake  that  was 
much lower (10 ‐ 20 ng Ru per million cells, e.g. 250 times lower for [5b](PF6)2 compared 
to  [5a]Cl). Of  course,  this  lower uptake  can partially be explained by  the  lower  log Po/w 
values of  the glycoconjugates, and at  least  for  [5b](PF6)2, by  the absence of GLUT‐based 
active  uptake.[13b]  However,  [4b](PF6)2  –  [6b](PF6)2  are  also  taken  up  in  10‐fold  higher 
amounts than [1b](PF6)2 – [3b](PF6)2, which have comparable log Po/w values. These results 
may not necessarily represent the conditions experienced by these compounds at the cell 
membrane,  for which  it  is more  likely  that  the  lipophilic  PF6















Some  of  the  chloride  complexes  [1a]Cl  –  [8a]Cl were  thermally  unstable  in water  and 
therefore  no  photodissociation  quantum  yields  were  determined,  while  their  singlet 
oxygen properties were  in general very  low. The phototoxicity  in  the series of  the most 
lipophilic  compounds  [4a]Cl‐[6a]Cl  cannot  be  explained  by  the  trends  observed  in  cell 
uptake and  singlet oxygen generation.  [6a]Cl has a higher  singlet oxygen quantum yield 
(0.082)  than  [4a]Cl  and  [5a]Cl  (0.005  and  0.023,  respectively),  but  it  is  not  phototoxic 
whereas [4a]Cl and [5a]Cl are. At the same time all three complexes are taken up in high 
amounts.  In  this  series  of  complexes  different  intracellular  localization  or  biological 





taken  up  in  similar  amounts  (10‐20  ng  Ru  per  million  cells).  Hence,  [5b](PF6)2  is  an 






phototoxic  properties  of  [5a]Cl  and  its  low  singlet  oxygen  quantum  yield.  The 




the  glycoconjugate  compound was  not  taken  up  in  high  amounts,  and  given  the  poor 
photodynamic  properties  of  the  photoproduct  ([4a]+  or  [Ru(tpy)(dppz)(OH2)]
2+)  not 
enough  reactive  oxygen  species  could  be  generated  to  kill  the  cells.  This  example 
demonstrates  that  the  potential  of  [4b](PF6)2  as  a  PACT  agent  is  determined  by  the 






spectator  chelating  ligands,  and  their  eight  thioether‐glucose  conjugates,  were 
synthesized,  to  compare  the  corresponding  photophysical  properties,  photoreactivity, 
water  solubility,  cellular  uptake,  and  phototoxicity. Depending  on  the  bidentate  ligand 
these  complexes  can  be  considered  either  for  photocaging,  or  for  PACT  and/or  PDT. 
Compound [8a]Cl is not suitable for photocaging or phototherapy because the azo group 
of  the azpy  spectator  ligand  stabilizes  the  3MLCT  state  too much and prevents  thermal 
population  of  the  3MC  state,  thereby  quenching  photosubstitution.  Singlet  oxygen 
generation  was  also  fully  quenched  in  [8a]Cl  and  [8b](PF6)2,  emphasizing  the  poor 
photosensitizing properties of this compound. The  five complexes  [1a]Cl −  [3a]Cl,  [6a]Cl, 




thioether‐based  biologically  active  compounds  such  as  the  antibiotics  amoxicillin  and 
clindamycin. The exceptionally high cellular uptake measured for [6a]Cl  is worth noticing  
(5220 ± 737 ng Ru per million  cells),  considering  that  this  compound did not  show any 
measurable  cytotoxicity  at  concentrations  lower  than  25  μM.  It  can  even  turn  highly 
hydrophilic  compounds  such  as R  into  species  such  as  [6b](PF6)2  that  are  still  lipophilic 
enough  to  enter  into  cancer  cells.  Finally,  [4a]Cl  and  [5a]Cl  show  similar  lipophilicity 
compared  to  [6a]Cl  and  comparably  high  cellular  uptake,  but  they  also  showed  some 















Reagents  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  and  used  without  further  purification. 
Dpq,[30]  dppz,[30]  dppn,[31]  pmip,[32]  azpy[33]  and  pymi[34]  were  synthesized  according  to 
reported  procedures.  2‐(2‐(2‐(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside  and 
[1b](PF6)2  were  synthesized  as  described  in  Chapter  2.  [Ru(tpy)Cl3],
[35] 
[Ru(tpy)(bpy)Cl]Cl,[16]  [Ru(tpy)(phen)Cl]Cl,[17]  [Ru(tpy)(azpy)Cl]Cl,[20]  [Ru(tpy)(pymi)Cl]Cl,[19] 
[Ru(tpy)(dppz)Cl]Cl,[18] and  [Ru(tpy)(dppn)Cl]Cl,[13b] were  synthesized according  to known 
literature procedures. 2,2′:6′,2′′‐Terpyridine  (tpy) was obtained  from ABCR GmbH & Co. 
Dry  solvents  were  collected  from  a  Pure  Solve MD5  solvent  dispenser  from  Demaco 
Holland BV. Solvents were deoxygenated by bubbling argon  through  the solution  for 30 
minutes and all inorganic reactions and were carried out under an inert atmosphere in the 
dark,  unless  stated  otherwise.  Solvents  were  removed  under  vacuum  with  a  rotary 








mass  spectra  were  recorded  by  direct  injection  (2  µl  of  2  µM  solution  in 






[Ru(tpy)(dpq)Cl]Cl,  [3a]Cl:  [Ru(tpy)Cl3]  (103 mg, 0.234 mmol) and 






























+:  602.04285,  found:  602.04531;  Elemental  analysis  calcd  (%)  for 
[3b](PF6)2.4H2O: C, 49.09; H, 3.84; N, 13.82; found: C, 50.58; H, 3.96; N, 13.86. 
 
[Ru(tpy)(pmip)Cl]Cl,  [6a]Cl:  A  mixture  of  [Ru(tpy)Cl3]  (0.252  g, 
0.571  mmol),  the  ligand  pmip  (0.276  g,  0.888  mmol),  and  LiCl 
(0.216 g, 5.10 mmol) in EtOH/H2O (3:1, 40 mL), was refluxed for 5 
minutes  under  an  inert  atmosphere,  after which  Et3N  (80.0  µL, 
0.571 mmol) was added. The  reaction was allowed  to  stir  for an 
additional 10 minutes at reflux after which it was filtered hot over 
Celite®. The volume of the filtrate was then reduced by ~ 50% and 
cooled  at  4  °C  overnight,    which  allowed  the  formation  of  a  precipitate  which  was 
collected  by  filtration.  After washing with  H2O  (4  x  30 mL)  the  crude  precipitate was 












(CH 10, 12), 130.6  (CH 3), 129.5  (CH 19), 128.5  (CH T4, T4’’), 128.0  (CH 9, 13), 126.7  (CH 2), 
125.9  (CH  18),  124.8  (CH  T6’’,  T6),  123.7  (CH  T5’,  T3’),  21.5  (CH3).  HRMS: m/z  calcd  for 
[C35H25N7RuCl2  –  Cl]
+:  680.08980,  found:  680.09151;  Elemental  analysis  calcd  (%)  for 
[6a]Cl.2.5H2O: C, 55.27; H, 3.98; N, 12.89; found: C, 55.57; H, 3.97; N, 12.57. 
 
[Ru(tpy)(phen)(R)](PF6)2,  [2b](PF6)2:    A  mixture  of 









was  followed  by  purification  of  the  crude  over  a  Sephadex  LH‐20  column  (MeOH),  by 
collection  of  the  orange  fraction.  Removal  of  the  solvents  under  vacuum  afforded 













(CH 10, T6, T6”), 125.5 (CH T3’, T5’), 104.4  (C‐1), 77.8  (C‐3, C‐5), 75.1  (C‐2), 71.6 (C‐4), 71.4 
(OCH2), 71.3  (OCH2), 71.1  (OCH2), 69.7  (C‐6), 68.4  (OCH2), 62.7  (OCH2), 35.7  (OCH2SMe), 





[Ru(tpy)(dpq)(R)](PF6)2,  [3b](PF6)2:  A  mixture  of 
[Ru(tpy)(dpq)Cl]Cl  (75.0  mg,  0.118  mmol)  and  2‐(2‐(2‐
(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside  (63 
mg, 0.184)  in deoxygenated H2O (20 mL) were stirred at 80 




the mixture  was  hot  filtered  over  Celite®  and  concentrated  in  vacuo.  The  crude  was 
further purified over silica (acetone/water/sat. KPF6, 100/0/0 ‐ 100/80/20) by collection of 























2), 71.2  (OCH2), 69.7  (C‐6), 68.4  (OCH2), 62.7  (OCH2), 35.8  (OCH2SMe), 15.5  (OCH2SMe). 
HRMS:  m/z  calcd  for  [C40H45O8N5RuSP2F12  –  2PF6]





(67  mg,  0.097  mmol)  and  2‐(2‐(2‐
(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside 
(50.0 mg,  0.146 mmol) were  dissolved  in  deoxygenated 
H2O  (16 mL) and the reaction was heated at 80 °C under 
an  inert  atmosphere  overnight.  KPF6  (~200  mg)  was 
added, the mixture was concentrated in vacuo at 37 °C in 
the dark, followed by purification of the crude over silica 
(acetone/water/sat. KP6, 100%  ‐ 50/50/0  ‐ 100/80/20). The orange band was  collected, 
and excess KPF6 was  removed via Sephadex  LH‐20  (MeOH) purification. Removal of  the 
solvent under reduced pressure yielded the title compound as a dark red solid (32.0 mg, 















78.0  (C‐3, C‐5), 75.1  (C‐2), 71.6  (C‐4), 71.4  (OCH2), 71.4  (OCH2), 71.2  (OCH2), 69.7  (C‐6), 










mmol)  was  added  to  a  solution  of  [Ru(tpy)(pmip)Cl]Cl 
(0.251  g,  0.351 mmol)  in  acetone/H2O  (60 mL,  3:1).  The 
resulting mixture was heated overnight at 50  °C under an 
inert  atmosphere  and  then  hot‐filtered  over  Celite®.  The 


























(C‐2),  71.6  (C‐4),  71.3  (OCH2),  71.0  (OCH2),  70.9  (OCH2),  69.2  (C‐6),  68.2  (OCH2),  62.8 















After  stirring  for  72  h  at  reflux  under  inert  atmosphere  in  the  dark,  the mixture was 
filtered over Celite® and concentrated  in vacuo  in the dark at 30 °C. The crude was then 
purified over  silica  (acetone/water/sat. KPF6 100/0/0  ‐ 100/80/20)  collecting  the orange 





















mg,  0.0849  mmol)  and  2‐(2‐(2‐
(methylthio)ethoxy)ethoxy)ethyl‐β‐D‐glucopyranoside  (50.0 
mg,  0.146 mmol) were  dissolved  in  deoxygenated  H2O  (5 
mL,  0.02 M)  and  stirred  at  80  °C  for  48  h  under  an  inert 
atmosphere  after  which  solvents  were  removed  under 
reduced  pressure  at  30  °C  in  the  dark.  The  crude  was  then  purified  over  silica 











13C NMR  (101 MHz, CD3OD)  δ = 167.2  (Cq Arom), 158.7  (Cq 








(C‐2),  71.6  (C‐4),  71.4  (OCH2),  71.3  (OCH2),  71.2  (OCH2),  69.7  (C‐6),  68.2  (OCH2),  62.7 







length)  irradiated  from  the  top  (3  cm optical pathlength) with  a  custom‐built  LED  light 
source equipped with either a Roithner LaserTechnik H2A1‐H450 LED (λexc 450 nm, FWHM 
35 nm) or H2A1‐H470 LED (λexc 470 nm, FWHM 35 nm). UV‐vis spectra were recorded on 
an  Agilent  Cary®  50 UV–vis  spectrometer  equipped with  a  Cary  Single  Cell  Peltier  and 




General  procedure:  3.00  mL  of  a  solution  of  [1b](PF6)2  (1.38    10




were  recorded  after  the  irradiation  experiment  to  confirm  the  formation  of  the  aqua 
species  [Ru(tpy)(bpy)(OH2)]
2+  (m/z 254.5 calculated, 254.6  found). The quantum yield  for 
the  photosubstitution  of  the  thioether  ligand was  calculated  according  to  the method 
described  earlier.[37]  Reference  molar  absorption  coefficients  used  to  calculate 
concentrations during irradiation are provided in table 4.4. 
 
Table 4.4. Reference wavelengths  (λref) and molar absorption  coefficients  (εref)  for photosubstitution quantum 



























































































The  cytotoxicity  assay was  carried  out  as  described  in  appendix  I.2.1 with  compounds 






1 mL of a 100 µM stock solution of  [1a]Cl‐[8a]Cl and  [1b](PF6)2‐[8b](PF6)2  in OMEM was 
added  and  incubated  for 24 h. After 24 h  incubation,  the media was  removed  and  the 
wells  were  washed  with  PBS  (2  x  2 mL).  Cells  were  trypsinized  (1 mL)  at  37  °C  and 
transferred  to  a  14  mL  corning  tube  with  OMEM  (2  x  2  mL).  Corning  tubes  were 
centrifuged (1.2 RCF, 4 minutes). Media was aspirated and pellets were re‐suspended in 1 
mL PBS, and cells were counted. Samples were then centrifuged again, and the resulting 
pellets  transferred  to 10 mL  glass  vials with MilliQ  (2  x 100 µL),  followed by overnight 
digestion with 2 mL 65% HNO3. Aliquots of 1 mL were then diluted to 14 mL using MilliQ in 
15 mL  corning  tubes. Ruthenium  concentrations  in each  sample were  then determined 
using  ICP‐MS.  ICP‐MS  measurements  were  carried  out  on  a  i‐CAP‐Q  ICP‐MS  (Thermo 
Scientific, Walthem, Massachusetts, USA).   The system was optimized with a ruthenium‐
platinum solution which was calibrated within the range 0 ‐ 25 μg/L, with a detection limit 
of  0.01  μg/L  for  all  isotopes.  Silver  and  Indium were  used  as  an  internal  standard,  to 





The  partition  coefficient  between  n‐octanol  and  water  (Log  Po/w)  were  determined 
according  to  the procedure described  in  appendix  I.1.2.3:  Stock  solutions of  complexes  
[1a]Cl  ‐  [8a]Cl  and  [1b](PF6)2  ‐  [8b](PF6)2  (1  x  10


































Single  crystals  of  [3a](PF6)2,  [4a](PF6)2  and  [5a]Cl were  obtained  as  follows:  [3a]Cl  and 
[4a]Cl were converted to their corresponding PF6 salts by dissolving them  in a minimum 
amount  of  MeOH  and  adding  a  saturated  solution  of  NH4PF6  in  H2O,  the  resulting 
precipitates were washed with H2O (3x) and Et2O (3x) and dissolved in 0.5 mL acetone in a 
small mass  vial  (~1 mg  ∙ mL‐1)  and  placed  in  a  larger  vial  containing  ~3 mL  Et2O  (for 
[3b](PF6)2) or ~3 mL EtOAc  (for  [4b](PF6)2). A similar approach, but without  the counter‐
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Abstract: Herein  the  synthesis  of  five  new  cyclometalated  complexes with  the  general 
formula  [Ru(phbpy)(N‐N)(dmso‐κS)]+  is  described,  where  Hphbpy  =  6’‐phenyl‐2,2’‐
bipyridyl,  N‐N  =  bpy  (2,2’‐bipyridine),  phen  (1,10‐phenanthroline),  dpq  (pyrazino[2,3‐
f][1,10]phenanthroline),  dppz  (dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine  or  dppn 
(benzo[i]dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine).  The  thermal  and  photophysical  properties  of 
these  complexes  is  investigated.  The  photosubstitution  of  dmso  (Φ450  =  4.1  x  10
‐5  for 
[Ru(phbpy)(bpy)(dmso‐κS)]+  and  Φ450  =  1.6  x  10
‐2  [Ru(phbpy)(bpy)(dmso‐κS)]+)  or  the 
absence of photodissociation  ([Ru(phbpy)(dppz)(dmso‐κS)]+ and  [Ru(phbpy)(dppn)(dmso‐
κS)]+) is explained in comparison to their polypyridyl analogues using electrochemistry and 
density  functional  theory  (DFT)  calculations.  Their  photoreactivity  further  translates  to 




Furthermore,  by  exploiting  the  photolability  of  [Ru(phbpy)(phen)(dmso‐κS)]PF6  it  was 















anticancer  properties.  Two  of  the most  thoroughly  investigated  anti‐cancer  agents  are 
NAMI‐A and KP1339 for which the  latter clinical research  is still ongoing. Currently, most 
research  is  focused  on  either  compounds  based  upon  the  piano‐stool  Ru(II)η6‐arene 
scaffold  pioneered  by  the  groups  of  Dyson  and  Sadler,[1]  or  ruthenium(II)  polypyridyl 
complexes, of which several (photoactive) candidates have been developed by the groups 
of  Dunbar,[2]  Gasser,[3]  Glazer,[4]  Renfrew[5]  and  Turro.[6] More  recently  cyclometalated 
analogues  of  these  complexes  have  emerged  as  a  new  subclass  of  light‐activatable 
anticancer  complexes.[2]  Typically,  in  this  type  of  compounds  one  nitrogen  atom  in  a 
polypyridyl  ligand  has  been  replaced  by  a  carbon  atom,  resulting  in  an  organometallic  
metallacycle.[7]  As  a  consequence,  cyclometalated  compounds  often  have  better 
properties  for  chemotherapy  or  photodynamic  therapy  (PDT)  than  their  non‐
cyclometalated  analogons.[7]  In  particular,  cyclometalation  leads  to  an  increase  in 
lipophilicity due  to  the decrease  in  the  charge of  the  complex, which  in  turn  increases 
uptake  in cancer cells[8] and often  leads  to higher cytotoxicity[9]  towards cancer cells.  In 
addition, cycloruthenated polypyridyl complexes   demonstrate  to have more  interesting 
properties  for phototherapy compared  to  their non‐cyclometalated analogons. Whereas 
the  latter  class  of  compounds  typically  absorb  between  400  and  600  nm,[10]  a 
bathochromic  shift  is  often  observed  for  cyclometalated  compounds  due  to  the 
destabilization  of  t2g  orbitals  by  the  π‐donating  cyclometalated  carbanionic  ligand, 
potentially allowing activation of  these compounds with red  light.[11] The group of Turro 
has previously  reported  two  cyclometalated  complexes,  cis‐[Ru(phpy)(phen)(MeCN)2]PF6 
and  cis‐[Ru(phpy)(bpy)(MeCN)2]PF6,  (phpy  =  2‐phenylpyridine)  that  are  capable  of 
photosubstituting their acetonitrile  ligand, and are phototoxic  in cancer cells.[12]  Inspired 
by this work and following up on our investigation of caged ruthenium complexes with the 





f][1,10]phenanthroline,  [3]PF6), dppz  (dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine),  [4]PF6), and dppn 
(benzo[i]dipyrido[3,2‐a:2',3'‐c]phenazine,  [5]PF6).  An  interesting  property  of  these 
complexes  is  their chirality: By  replacing one nitrogen atom  in  the  tridentate  ligand  the 
plane of symmetry of these complexes  is  lost, effectively resulting  in a chiral scaffold.  In 
this chapter we elaborate on  this new class of compounds, by providing  insight  in  their 
















inspired by  the  report of Ryabov and coworkers,[13] consisted  in  the coordination of  the 
terpyridine  analogon  Hphbpy  to  the  ruthenium  benzene  dimer  [(ɳ6‐C6H6)RuCl(μ‐Cl)]2. 
However,  this  approach  afforded  the  intermediate  species  [Ru(phbpy)(MeCN)3]PF6  in  a 
maximum yield of only 32% and proved to be difficult to scale up.  Therefore triggering the 
search  for  an  alternative  route  depicted  in  Scheme  1.  Starting  from  cis‐[RuCl2(dmso‐
κS)3(dmso‐κO)],  the reaction of the bidentate ligand N‐N = bpy, phen, dpq, dppz, or dppn, 
was realized first, followed by cyclometalation using Hphbpy in the presence of a catalytic 


















































Scheme  5.1.  Reagents  and  conditions.  a).  N‐N  =  bpy  in  EtOH/DMSO  (1:15),  reflux,  86%;  b). 
Phbpy,  cat. N‐methylmorpholine  in MeOH/H2O  (5:1),  reflux, 65%.  For N‐N  = phen  = 77%  and 
68%, N‐N = dpq = 95% and 74%, NN = dppz = 87% and 73%, NN = dppn = 96% and 65%.  
With  these  compounds  in hand, we attempted  to obtain diastereomers by  the  thermal 
reaction  of  several  chiral  ligands  as  shown  in  Scheme    2  and  summarized  in  Table  5.1 








































[1]PF6 - [5]PF612 - 17
a b
Table 5.1. Attempts of ligand exchange for [1]PF6, [2]PF6 and  [4]PF6.   
Entry  Complex  Ligand (L)  Solvent  T (°C)  Substitution 
1  [1]PF6  (R)‐Methyl p‐tolylsulfoxide (5 eq.)  DMF  120  ‐ 
2  [1]PF6  (R)‐Methyl p‐tolylsulfoxide (5 eq.)  DMF  80  ‐ 
3  [1]PF6  (R)‐Methyl p‐tolylsulfoxide (5 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
4  [4]PF6  Biotin (20 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
5  [4]PF6  N‐acetyl‐L‐methionine (20 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
6  [4]PF6  N‐Acetyl‐L‐cysteine methyl ester (20 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
7  [4]PF6  L‐Histidine methyl ester 2HCl (20 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
8  [2]PF6  LiCl (20 eq.)  EtOH 3:1 H2O  80  ‐ 
9  [4]PF6  ‐  MeCN  80  ‐ 
10  [4]PF6  ‐  Pyridine  80  ‐ 







Single crystals  suitable  for crystal  structure determination were obtained by  slow vapor 
diffusion of  ethyl  acetate  in dichloromethane  for  [1]PF6, hexane  in DCM  for  [2]PF6  and 
[3]PF6, or slow evaporation of a solution of [4]PF6 in toluene. All compounds crystallized in 
space groups having an inversion center, thus containing a (1:1) mixture of enantiomers. A 






Furthermore,  compared  to  its  non‐cyclometalated    analogon  the  trans‐influence  of  the 
carbon  atom  in  phbpy‐  results  in  an  elongation  of  the  Ru1‐N2  bond  length  in 
[Ru(phbpy)(bpy)(dmso‐κS)]2+  (2.173(2) Å), whereas  in  [Ru(tpy)(bpy)(dmso‐κS)]2+  the Ru1‐
N3  length  is  2.079(2)  Å.[16]  In  contrast,  the  ruthenium‐sulfur  bond  length  is  shorter  in 
[1]PF6  (2.2558(7)  Å)  than  in  [Ru(tpy)(bpy)(dmso‐κS)]
2+  (2.282(1)  Å)  as  a  result  of  the 



















  [1]PF6  [2]PF6  [3]PF6  [4]PF6 
Ru1‐S1  2.2558(7)  2.2359(4)  2.2405(9)  2.210(3) 
Ru1‐C1  2.043(2)  2.041(3)  2.029(5)  2.030(1) 
Ru1‐N1  2.002(2)  2.004(2)  2.005(5)  2.019(7) 
Ru1‐N2  2.173(2)  2.164(2)  2.176(3)  2.180(1) 
Ru1‐N3  2.088(2)  2.110(2)  2.089(3)  2.094(3) 
Ru1‐N4  2.079(2)  2.091(2)  2.083(4)  2.071(4) 
S1‐O1  1.486(2)  1.489(2)  1.485(3)  1.501(6) 
C1‐Ru1‐N2  157.92(8)  158.45(9)  158.5(2)  155.6(7) 
N3‐Ru1‐N4  78.07(7)  78.67(7)  78.9(1)  78.2(1) 






[7]PF6  and  [8]PF6  (Figure  5.3b,  for  synthesis,  see  below).  [Ru(tpy)(bpy)(dmso‐κS)](PF6)2, 
[9](PF6)2 and [Ru(tpy)(bpy)(MeCN)](PF6)2, [10](PF6)2 are included to demonstrate the effect 




50 nm compared to  [10](PF6)2. Such a bathochromic shift  is common  for cyclometalated 
ruthenium analogues as reported in literature,[16‐17] and it is mostly ascribed to an increase 
in  the  energy  of  the  highest  occupied  molecular  orbital  (HOMO)  since  the  lowest 
unoccupied molecular orbital  (LUMO)  remains  relatively unchanged.[16] Furthermore,  for 
[4]PF6  and  [5]PF6  near‐UV  and  visible  ligand‐based  π‐π
*  transitions  are  also  observed 
around 370 nm and 410 nm respectively,   due  to  the  increased conjugation of  the dppz 
and dppn ligands.  
Figure 5.3 a). Electronic absorption spectra  for  [1]PF6 –  [5]PF6 and b).  [6]PF6 –  [8]PF6  in acetonitrile. Dashed  lines are  for non‐
cyclometalated analogons [9](PF6)2 and [10](PF6)2 respectively.  
Emission was measured  for  complexes  [1]PF6  –  [5]PF6  in  acetonitrile.  The maxima  are 
reported  in  Table  5.3.  All  compounds  are  very  weakly  emissive  with  a  slightly  higher 










[5]PF6  a  blue‐shifted  emission  (618  and  672  nm)  was  observed  compared  to 
[Ru(phbpy)(tpy)]+. Singlet oxygen quantum yields (ФΔ) were also determined in deuterated 
methanol by direct detection of the emission of 1O2 at 1270 nm. ФΔ values lower than 0.04 











1),  photosubstitution  quantum  yields  (Φ450)  at  298  K, 












2)  786  3.2∙10‐2  1.6∙10‐4 
[2]PF6  [Ru(phbpy)(phen)(dmso‐κS)]PF6  450 (57∙10
2)  800  3.9∙10‐2  2.1∙10‐4 
[3]PF6  [Ru(phbpy)(dpq)(dmso‐κS)]PF6  451 (83∙10
2)  787  1.1∙10‐1  2.1∙10‐4 
[4]PF6  [Ru(phbpy)(dppz)(dmso‐κS)]PF6  450 (84∙10
2)  618  7.0∙10‐3  2.6∙10‐4 
[5]PF6  [Ru(phbpy)(dppn)(dmso‐κS)]PF6  450 (75∙10
2)  672  ‐  8.4∙10‐5 
[6]PF6  [Ru(phbpy)(bpy)(CD3CN)]PF6  525 (71∙10
2)       
[7]PF6  [Ru(phbpy)(phen)(CD3CN)]PF6  503 (63∙10
2)       
[8]PF6  [Ru(phbpy)(dpq)(CD3CN)]PF6  495 (119∙10
2)       
[9]PF6  [Ru(tpy)(bpy)(dmso‐κS)](PF6)2  411 (75∙10
2)       
[10]PF6  [Ru(tpy)(bpy)(MeCN)](PF6)2  455 (91∙10




Due  to  the exceptional  thermal  inertness of complexes  [1]PF6 –  [5]PF6 we attempted  to 
substitute the dmso ligands using visible light irradiation while reactions were monitored 
with 1H NMR. When a sample of [1]PF6 was  irradiated  in acetonitrile with the white  light 
(hν ≥ 410 nm, Scheme 5.3) of a 1000 W Xenon Arc lamp fitted with a 400 nm cutoff filter, a 





fashion  the dmso  ligand  in  [2]PF6 and  [3]PF6 could also be substituted with acetonitrile. 
However, [4]PF6 and [5]PF6 were not able to exchange their ligand.  This is odd, given that 
their non‐cyclometalated analogons [Ru(tpy)(dppz)(SRR’)] and  [Ru(tpy)(dppn)(SRR’)] (SRR’ 








Figure 5.4 Evolution of the 1H NMR spectra of [2]PF6    in CD3CN (3.0 mg  in 0.6 mL) upon  irradiation with white  light (>410 nm) 
from a 1000 W Xenon Arc lamp fitted with 400 nm cutoff filter 1 cm from the light source at T = 298 K. Spectra were taken every 
1 h, with tirr = 7 h.  
To  further  investigate  the  ability  of  complexes  [1]PF6  –  [5]PF6  to  exchange  their 
monodentate  ligand for a solvent molecule we studied them more thoroughly using UV‐
vis  spectroscopy  (Figure  5.5).  Both  [4]PF6  and  [5]PF6  were  confirmed  to  be 
photochemically  inert, while  complex  [1]PF6 –  [3]PF6 were all  found  to  convert  to  their 
acetonitrile counterparts with clear  isosbestic points  for  [1]PF6  (441 and 490 nm),  [2]PF6 
(470  nm)  and  [3]PF6  (455  nm),  confirming  the  formation  of  a  single  species  for  each 
photoconversion. After each reaction, ESI‐MS spectra were taken to confirm the formation 






[3]PF6.  These  values  are  a  thousand‐fold  lower  than  those  determined  for 
[Ru(tpy)(bpy)(dmso‐κS)]2+(Φ450  =  1.6  x  10
‐2).  This  is  most  likely  caused  due  to  the 
destabilization of the 3MC state due to the increased electron density at the metal center 
brought by  the strong  σ‐donor C‐atom, and stabilization of  the  3MLCT, which  leads  to a 
larger energy gap between the 3MLCT and 3MC state and makes thermal population of the 
latter rather unlikely.[17] This interpretation is supported by previous work of the group of 
Turro, who have demonstrated  that  the efficiency of  the photosubstitution  in  sterically 
congested  cyclometalated  complexes  are  much  lower  or  absent,  compared  to  their 



















voltammetry  (Figure 5.6 and Table 5.4)  to provide  insight  in  the  frontier orbitals of  the 
complexes.[21] As summarized  in Table 5.4,  the cyclometalated dmso complexes  [1]PF6 – 






of  DMSO  from  being  S  bound  to  O‐bound  to  the  ruthenium  center,[22]  indicating  that 
cyclometalation  prevents  redox‐induced  linkage  isomerization,  due  to  the  increased 
electron  density  on  ruthenium.  When  acetonitrile  complex  [10]PF6  was  used  for 
comparison with  the  cyclometalated  complexes  instead, a  similar destabilization on  the 













[5]PF6  the LUMO appears  to be  lower  in energy  (‐1.4 V vs. Fc
0/+





cyclometalated  complexes  [9](PF6)2  and  [10](PF6)2.  Scan  rate  100  mV  s
‐1,  with  the 




To  provide  further  insight  on  the  frontier  orbitals  of  these  complexes,  their  HOMO  – 
LUMO gap was plotted in an energy diagram (Figure 5.7, left). This plot revealed that the 
HOMO‐LUMO gap between complexes [1]PF6 – [3]PF6  is very similar, with E (Epa‐Epc) ~ 
2.2  V  vs.  Fc0/+.  This  value  is  significantly  lower  than  that  of  the  tpy  analogues 
[Ru(tpy)(bpy)(L)]2+ with  L  =  S‐dmso  and MeCN  (E  =  2.6  and  2.7  V  vs.  Fc0/+), which  is 
Table  5.4.  Redox  potentials measured  with  cyclic  voltammetry  (vs  Fc0/Fc+)  in MeCN  with  [Bu4N]PF6  as  supporting 
electrolyte. Complexes were measured at 298 K with a  scan  rate of 100 mV.s‐1, with  the exception of  [4]PF6,  [6]PF6 
[7]PF6 and [8]PF6 which were measured at 200 mV.s
‐1. 
    E1/2 (V)  ipa/ipc  E1/2 (V)  ipc/ipa 
[Ru(phbpy)(bpy)(dmso‐κS)]PF6  [1]PF6  +0.30  0.99  ‐1.90  1.47 
[Ru(phbpy)(phen)(dmso‐κS)]PF6  [2]PF6  +0.32  1.02  ‐1.89  1.11 
[Ru(phbpy)(dpq)(dmso‐κS)]PF6  [3]PF6  +0.29  1.01  ‐1.87, ‐1.95  0.66, 2.23 
[Ru(phbpy)(dppz)(dmso‐κS)]PF6  [4]PF6  +0.35  1.04  ‐1.43, ‐2.00  1.03, ‐ 
[Ru(phbpy)(dppn)(dmso‐κS)]PF6  [5]PF6  +0.36  1.05  ‐1.21, ‐1.82, ‐2.01  1.07, 1.52 
[Ru(phbpy)(bpy)(CD3CN)]PF6  [6]PF6  0.00  1.00  ‐2.05  1.34 
[Ru(phbpy)(phen)(CD3CN)]PF6  [7]PF6  +0.02  1.04  ‐2.05  ‐1.38 
[Ru(tpy)(bpy)(DMSO)](PF6)2  [9](PF6)2  +1.23
[a]  ‐  ‐1.48  1.00 



















located  on  the  bidentate  ligand  dpq,  dppz,  and  dppn,  respectively  (Figure  S.IV.3‐5), 
whereas  for  [1]PF6  and  [2]PF6  it  is  located  on  the  phbpy
‐  ligand.  Like  for 
[Ru(tpy)(dppz)(L)]2+,  for  which  the  LUMO  was  also  found  on  the  dppz  ligand,[24]  for 
complexes [4]PF6 and [5]PF6 extending the conjugation of the bidentate ligand results in a 
shift of the LUMO  from the tridentate to the bidentate  ligand. For the more conjugated 
complexes  [4]PF6  and  [5]PF6  this  does  not  affect  the  main 
1MLCT  band  (Figure  3). 
However, assuming  that  the photochemistry occurs  from  the  lowest excited  1MLCT,  this 
would  lead  to  a  3MLCT  state  for  [4]PF6  and  [5]PF6  too  low  in  energy  to  allow  thermal 
population of  3MC  state.  Therefore making  alternative pathways,  such  as non‐radiative 
decay a preferred pathway over photo‐dissociation.[25] 
 












described  in  the  previous  section  (§  5.2.4),  compound  [2]PF6  was  converted  to 
photoproduct  [7]PF6  using  white  light  in  deuterated  acetonitrile,  which  allowed  the 
reaction to be monitored with 1H NMR spectroscopy. After completion of the reaction (~7 
h)  an  attempt was made  to  resolve  this  intermediate  [7]PF6 with  either  a  chiral  HPLC 
column  or  by  crystallization  using  sodium  (+)‐tartrate,  however  without  success.  An 
alternative procedure was therefore used: [7]PF6 was allowed to react with an excess of 
enantiomerically  pure  (R)‐methyl  p‐tolylsulfoxide  in MeOH,  affording  a  (1:1) mixture  of 
diastereomers  of  (anticlockwise/clockwise)  A/C‐[Ru(phbpy)(phen)(R)‐Methyl  p‐
tolylsulfoxide)]PF6,  [11‐A/C]PF6  (Scheme 5.3). Subsequent purification over a chiral HPLC 










interaction  of  the  tolyl  group with  the  bidentate  ligand, which  is  supported  by NOESY 
experiments (Figure S.IV.6), which show the absence of interaction between the methyl of 
the sulfoxide and phen, whereas this  interaction  is weakly observed for [11‐A]PF6 (Figure 




Since both complexes  [11‐A]PF6 and  [11‐C]PF6 were  isolated as diastereomers and were 
not  resolved  as  their  respective  enantiomers  [7‐A]PF6  and  [7‐C]PF6,  determining  their 









either  positive  or  negative  Cotton  effects  were  observed  for  [11‐A]PF6  or  [11‐C]PF6 
complex,  which  are  most  likely  only  originating  from  metal‐based  transitions. 
Theoretically,  resolution  of  these  complexes  by  performing  blue  light  irradiation  in 
acetonitrile  may  be  tempting.  However,  photosubstitution  is  usually  accompanied  by 











The  cytotoxic properties of  [1]PF6  –  [3]PF6 were  investigated  in  the dark  as well under 
green  light  irradiation  (λ = 520nm, 10 min, 25.0 ± 1.9 mW, 15 ± 1.1  J cm‐2) against  two 
different  human  cancer  cell  lines,  A549  (lung  cancer)  and  MCF‐7  (breast  cancer). 
Considering  the  poor  photosensitizing  and  photodissociation  properties  of  [4]PF6  and 












However, upon green  light  irradiation  complex  [1]PF6 and  [3]PF6  showed an  increase  in 
cytotoxicity  resulting  in photo‐indices  ranging  from 1.4  to 9.3  reaching  low micromolar 
(<10 µM)  cytotoxicity  values.  This  effect might be  ascribed  to  the  generation of  reactive 
oxygen  species  since  these  three  complexes  have  been  demonstrated  to  be  poor  to 




the  D‐glucose  conjugated  [Ru(tpy)(dppn)(SRR’)]2+  complex  reported  in  chapter  3, which 
was demonstrated  to have a very high affinity  for  (mitochondrial) DNA  in  the dark and 
cleaved DNA.[19a] On the other hand, complexes [4]PF6 and [5]PF6 were demonstrated to 
be very cytotoxic to both cell lines, approaching EC50 values in the low micromolar to sub‐
micromolar  range  against both A549  and MCF‐7  cells.  This  result  is  in  accordance with 
other  cyclometalated  complexes  reported  by  Fetzer  et.  al. who have  shown  that more 
lipophilic  cyclometalated  complexes often have an  increased  cycotoxic effect on  cancer 
cells,  compared  to  polypyridyl  analogues.[29]  However,  even  for  [4]PF6  and  [5]PF6 
complexes, which contain  the well‐known  intercalators dppz and dppn,[3,  19a,  30]   no DNA 
interaction  was  observed,  even  at  high MC:BP  ratios  of  5:1,  therefore  suggesting  an 
alternative mode of action, such as disturbance of oxido‐reductase enzymes.[29] 
 
Table  5.5.  (Photo)cytotoxicity  for  [1]PF6  ‐  [5]PF6  expressed  as  effective  concentrations  (EC50  in  µM)  in  the  dark  and  after 
irradiation with green light (520 ± 38 nm, 25.0 mW ± 1.9 ∙ cm‐2, 10 minutes, 15 ∙ J cm−2 ± 1.14) in A549 and MCF‐7 cells. Values are 
reported in µM with ±95% confidence intervals (CI). Photocytotoxicity index (PI = EC50,dark/EC50,520 nm). 
    A549  MCF‐7 
Complex  Light dose (J cm‐2)  EC50 (µM)  ±CI (95%)  PI  EC50 (µM)  ±CI (95%)  PI 
 
[1]PF6 
























0  2.6  +0.37  ‐  1.5  +0.28  ‐ 
‐0.32  ‐0.24 
15  n.d.  ‐  ‐  n.d.  ‐  ‐ 
 
[5]PF6 
0  1.2  +0.17  ‐  0.51  +0.059  ‐ 
‐0.14  ‐0.055 








Three  of  the  presented  cycloruthenated  complexes  ([1]PF6  –  [3]PF6)  have  been 
demonstrated to have photodissociative properties in the presence of acetonitrile. Recent 
examples  of  the  group  of  Turro  have  shown  that  complexes  such  as  cis‐
[Ru(phpy)(phen)(CH3CN)2]PF6  are  as  photoactive  as  their  non‐cyclometalated 
counterparts, with a  reported photosubstitution quantum yield (ФP) of 0.25.
[12]  However, 
this  value  was  obtained  by  irradiation  in  dichloromethane  in  the  presence  of  2  mM 
tetrabutyl  ammonium  chloride.  It  has  been  a  well‐established  fact  that  more  polar 
solvents  have  a  stabilizing  effect  on  3MLCT  states,  without  affecting  the  3MC  states, 
thereby increasing the 3MC‐3MLCT energy gap. Therefore providing an explanation for the 
high  photosubstitution  quantum  yield  for  [Ru(phpy)(phen)(CH3CN)2]PF6  in 
dichloromethane.  A  more  recent  report  by  Albani  et.  al.  has  shown  that  for 
[Ru(biq)2(phpy)]PF6 the phpy
‐ ligand increases the energy of the 3MC state, which in their 
case  completely  prevents  photodissociation.[16]  Our  findings  show  that  the  ligand 
exchange efficiency upon irradiation of complexes [1]PF6 – [5]PF6 is mostly determined by 
the cyclometalated  ligand, which seems to have a great effect on the energy of both the 
HOMO  and  LUMO.  However,  when  phenazine  based  ligands  are  introduced  in  the 
[Ru(phbpy)(N‐N)(dmso‐κS)]+ scaffold, the LUMO is shifted from the tridentate ligand to the 
bidentate  ligand.  This  has multiple  consequences.  First,  [3]PF6  both  generates modest 
amounts of 1O2 (ФΔ = 0.11) due to competition with a 
3ππ* state and is able to substitute 
its monodentate  ligand with  a  solvent molecule.  Second,  the  photo‐reactivity  of  these 
complexes  seems  to  be  diminished  due  to  the  stabilized  1MLCT  state,  which  makes 
population  of  the  3MC  from  the  lowered  3MLCT    state  very  unlikely  for  both  complex 
[4]PF6 and [5]PF6. This effect is in great contrast to the photochemical behavior of the non‐
cyclometalated  compounds,  which  undergo  efficient  photosubstitution.  For  example, 
compared to [4]PF6, [Ru(tpy)(dppz)(SRR’)]
2+ ‐reported in chapter 4‐ has a photosubstitution 
quantum  yield  of  ~0.02,  whereas  [Ru(tpy)(dppn)(SRR’)]2+  is  able  to  exchange  its 






In  this work we  have  presented  five  new  cycloruthenated  complexes  ([1]PF6  –  [5]PF6) 
based on  the  [Ru(phbpy)(N‐N)(L)]+ architecture. We have demonstrated  the exceptional 










since  they  have  an  unexpected  poor  binding  affinity  for  DNA.  Finally,  we  have 
demonstrated  that we can synthesize and separate a set of specific diastereomers  ([11‐
A]PF6 and [11‐C]PF6) from [2]PF6 using a two‐step photochemical and thermal approach. 





Reagents  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  and  used  without  further  purification. 
Dpq,[31]  dppz,[31]  dppn,[32]  Hphbpy,[33]  (R)‐(+)‐methyl  p‐tolyl  sulfoxide[34]  and  cis‐
Ru(dmso)4Cl2
[35] were  synthesized  according  to  reported procedures. Dry  solvents were 
collected  from  a  Pure  Solve MD5  solvent  dispenser  from  Demaco  Holland  BV.  For  all 
inorganic  reactions solvents were deoxygenated by bubbling argon  through  the solution 
for  30 minutes  and  carried  out  under  an  inert  atmosphere  in  the  dark,  unless  stated 
otherwise. Solvents were removed under vacuum with a rotary evaporator in the dark at 
30  °C,  unless  stated  otherwise.    Flash  chromatography  was  performed  on  silica  gel 
(Screening devices B.V.) with a particle size of 40 ‐ 64 µM and a pore size of 60 Å. Chiral 
HPLC was performed on a  Jupiter® 4µm Proteo 90 Å 3000 UHPLC  (250 x 21.2 mm,  flow 
rate 14 mL∙min‐1). TLC analysis was conducted on TLC aluminium foils with silica gel matrix 
(Supelco,  silica  gel 60, 56524) with detection by UV‐absorption  (254 nm). NMR  spectra 
were  recorded  on  a  Bruker  AV‐400  or  AV‐500.  1H  NMR  and  13C  NMR  spectra  were 
recorded in [D6]acetone, [D3]acetonitrile and [D6]DMSO with chemical shifts (δ) relative to 
the solvent peak. High resolution mass spectra were recorded by direct injection (2 µl of 2 
µM  solution  in  water/acetonitrile;  50/50;  v/v  and  0.1%  formic  acid)  in  a  mass 
spectrometer (Thermo Finnigan LTQ Orbitrap) equipped with an electrospray ion source in 








bpy  (64.0  mg,  0.410  mmol)  were  dissolved  in  deoxygenated 
EtOH/DMSO (3.2 mL, 16:1) and heated at reflux for 2 h. After cooling to 
rt,  the  resulting precipitate was  filtered, washed with  cold  ethanol  (5 
mL),  diethyl  ether  (15  mL)  and  dried  in  vacuo  affording  the  title 











448.96982;  found: 489.96900;  elemental  analysis  calcd  (%)  for  [12]: C 34.71, H 4.16, N 
5.78; found: C 34.82, H 4.31, N 5.53. 
 











[Ru(dpq)(dmso)2Cl2],  [14]:  The  procedure  described  for  [12]  was 











[Ru(dppz)(dmso)2Cl2],  [15]:  [cis‐[Ru(dmso)4Cl2]  (100 mg, 0.210 mmol) 
and dppz (60.0 mg, 0.210 mmol) in ethanol (3 mL) and DMSO (0.2 mL) 
were  refluxed  for  2  h.  The  reaction  was  cooled  down  to  room 
temperature and the resulting precipitate was  filtered,   washed with 
cold  ethanol  (5 mL)  and diethyl  ether  (15 mL).  The  crude was  then 




11), 8.36 – 8.29  (m, 1H, 17), 8.20 – 8.12  (m, 3H, 2, 9, 10), 3.49  (s, 3H, CH3), 3.46  (s, 3H, 










[Ru(dppn)(dmso)2Cl2],  [16]:  The  same  procedure was  followed  as 
described  for  [15]  using  cis‐[Ru(dmso)4Cl2]  (100 mg,  0.206 mmol) 
and dppn  (70.0 mg, 0.211 mmol)  to afford  the product as an  light 










[Ru(phbpy)(bpy)(dmso)]PF6,  [1]PF6:  [Ru(bpy)(dmso)2Cl2]  (122 mg, 
0.250 mmol) and Hphbpy (58 mg 0.25 mmol) were dissolved    in a 
mixture of MeOH/H2O (15 mL, 5:1) and to this mixture were added 
4  drops  of   N‐ethylmorpholine.  After  heating  at  reflux  for  16  h, 
solvents  were  removed  in  vacuo,  followed  by  purification  over 
silica  (0  –  15% MeOH  in  DCM)  and  salt metathesis  using  aqueous  KPF6.  The  resulting 
precipitate was filtered and washed with water (3x) affording the title compound as a red 







  13C NMR  (101 MHz,  [D6]acetone) δ = 181.9  (Cq), 168.4  (Cq), 157.9  (Cq), 
156.8 (Cq), 156.0 (Cq), 154.9 (CH, 1), 153.1 (CH, T6), 149.0 (CH, 10), 148,0 (Cq), 139.7 (CH, T4), 
138.4  (CH, T6”), 138.2  (CH, T4’), 137.7  (CH, 8), 136.0  (CH, 3), 130.9  (CH, T5”), 128.7  (CH, T5), 
127.3 (CH, 9), 127.2 (CH, 2), 126.2 (CH, T3”), 124.9 (CH, T3), 124.7 (CH, 4), 123.8 (CH, 7), 123.2 
(CH,  T4”),  121.1  (CH,  T3’),  120.4  (CH,  T5’),  45.6  (CH3),  43.5  (CH3);  HRMS: m/z  calcd  for 
[C28H25N4ORuS  −  PF6]:  567.07926;  found:  567.07885;  elemental  analysis  calcd  (%)  for  
[1]PF6 : C 47.26, H 3.54, N 7.87; found: C 46.54, H 4.19, N 7.35.  
 
[Ru(phbpy)(phen)(dmso)]PF6,  [2]PF6:  The  same  procedure  was 
followed  as described  for  [6]PF6 using  [Ru(phen)(dmso)2Cl2]  (114  













13C NMR  (101 MHz,  [D6]acetone)  δ = 180.9  (Cq), 167.6  (Cq), 
157.2 (Cq), 157.1 (Cq), 154.3 (CH, 1), 152.4 (CH, T4’), 148.6 (CH, 10), 147.3 (Cq), 147.2 (Cq), 
145.5 (Cq), 138.8 (CH, T4), 137.6 (CH, T6”), 137.5 (CH, T6), 136.0 (CH, T5), 134.3 (CH, 3), 131.3 
(Cq), 130.2  (Cq), 129.8  (CH, T5”), 128.5  (CH, 5), 127.7  (CH, T5), 127.4  (CH, 6), 125.6  (CH, 2), 
125.3 (CH, T3”), 125.0 (CH, 9), 124.0 (CH, T2), 122.3 (CH, T4”), 120.3 (CH, 8), 119.6 (CH, T5’), 





[Ru(phbpy)(dpq)(dmso)]PF6,  [3]PF6:  The  same  procedure  was 








6.55  (d,  J  =  6.3  Hz,  1H,  T6”),  2.48  (s,  3H,  CH3),  2.38  (s,  3H,  CH3). 
13C NMR  (101 MHz, 
[D6]acetone) δ = 181.1 (Cq), 168.0 (Cq), 157.7 (Cq), 157.5 (Cq),  156.1 (CH, 1), 153.1 (CH, T6), 








[Ru(phbpy)(dppz)(dmso)]PF6,  [4]PF6:  The  same  procedure  was 
followed as described for [6]PF6 using [Ru(dppz)(dmso)2Cl2] (160 
mg, 0.26 mmol) and Hphbpy  (60 mg, 0.26 mmol)  to afford  the 
product  as  a dark  red powder  (161 mg, 0.190 mmol, 73%).   A 














155.4  (CH, 1), 152.3  (CH, T6), 149.9  (CH, 18), 149.4  (Cq), 148.0  (Cq), 147.1  (Cq), 142.6  (Cq), 
142.4 (Cq), 140.1 (Cq), 139.5 (Cq), 138.7 (CH, T4), 137.7 (CH, T4’), 137.4 (CH, T6”), 132.2 (CH, 








followed  as  described  for  [6]PF6  using  [Ru(dppn)(dmso)2Cl2] 
(100 mg, 0.15 mmol) and Hphbpy (35 mg, 0.15 mmol) to afford 
the product as a dark red powder  (88 mg 0.10 mmol 65%).   A 
racemic  mixture  was  obtained  but  only  one  enantiomer  is 
shown. 1H NMR (500 MHz, [D6]acetone) δ = 10.80 (d, J = 5.5 Hz, 







  13C NMR  (126 MHz,  [D‐6]acetone)  δ 181.3  (Cq), 




128.7  (CH, 11), 128.5  (CH, T5), 127.3  (CH, 2), 126.8  (CH, 21), 126.3  (CH, T3”), 124.9  (CH, T3), 
123.4 (CH, T4”), 121.2 (CH, T3’), 120.6 (CH, T5’), 45.2 (CH3), 43.9 (CH3). HRMS: m/z calcd for 
[C40H29N6ORuS  –  PF6]






















= 184.8  (Cq), 167.0  (Cq), 157.2  (Cq), 156.7  (Cq), 156.7  (Cq), 154.9  (Cq), 151.0  (CH, 1), 150.6 
(CH, T6), 149.6 (CH, 10), 147.8 (Cq), 137.6 (CH, T4), 136.3 (CH, T6”), 135.0 (CH, 1), 133.4 (CH, 8), 





[Ru(phbpy)(phen)(CD3CN)]PF6,  [7]PF6:  The  same  procedure  was 
followed as described  for  [6]PF6 using  [Ru(phbpy)(bpy)(dmso)]PF6  
(1.9 mg, 3.0 μmol) to afford the product as a dark red solid (1.8 mg 
3.0  μmol, quant.). A  racemic mixture was obtained but only one 





1H,  T4”), 6.60  (t,  J  = 7.3 Hz, 1H,  T5”), 6.17  (d,  J  = 6.2 Hz, 1H,  T6”). 
13C NMR  (126 MHz, 
[D3]acetonitrile) δ = 184.7 (Cq), 167.2 (Cq), 157.2 (Cq), 156.9 (Cq), 151.2 (CH, 1), 150.7 (CH, 
T6), 150.1  (CH, 10), 147.8  (Cq), 147.4  (Cq), 146.7  (Cq), 137.6  (CH, T4), 136.3  (CH, T6”), 135.1 





[Ru(phbpy)(dpq)(CD3CN)]PF6,  [8]PF6:  The  same  procedure  was 
followed as described for [6]PF6 using [Ru(dpq)(dmso)2Cl2] (2.4 mg, 
3.0  μmol)  to  afford  the product  as  a dark  red  solid  (2.2 mg,  3.0 






















A  and  C‐[Ru(phbpy)(phen)(R‐methyl p‐tolylsulfoxide)]PF6,  [11‐
A]PF6 and [11‐A]PF6:  [2]PF6 (13.6 mg, 18.5 μmol) was dissolved in 
deoxygenated MeCN  (3 mL)  and  irradiated  for  3  h  in  a  custom 
built photo‐cell 1 cm from a Xenon Arc (1000 W) lamp fitted with 
IR (>700 nm) and UV‐cutoff (<410 nm) filter, while maintaining the 
temperature at 25  °C. After concentrating  the  reaction  in vacuo, 
the  resulting  solid  was  redissolved  in  deoxygenated MeOH  (10 
mL), followed by the addition of (R)‐(+)‐methyl p‐tolyl sulfoxide (10.3 mg, 66.8 μmol). The 
mixture  was allowed to stir at reflux for 16 h, after it was purified over a chiral HPLC (0.1% 
HCO2H, 30 to 35% MeCN  in H2O, 20 min) affording both   [11‐C]PF6  (Rf = 12.184 min, 0.8 
























for 24 h and   ESI‐MS spectra were  recorded after  the  irradiation experiment  to confirm 










1000 W  fitted with  IR  (>700 nm) and UV‐cutoff  (<410 nm)  filters, while maintaining  the 











room  temperature  using  Autolab  PGSTAT10  and  GPES  4.9  by  Eco  Chemie.  Each 





Agarose gel electrophoresis was carried out as described  in appendix  II.2.2 according  to 
the following table for compound [1]PF6 – [3]PF6:  
 
Lane  Description  Time of irradiation (min)  Light dose (Jcm−2) 
1  λ MW marker  0  0 
2  DNA control, 37 °C, dark  0  0 
3  DNA control, 37 °C, irradiated  15  22.5 
4  5:1 BP:MC, 37 °C, dark  0  0 
5  5:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 1 min  1  1.5 
6  5:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 3 min  3  4.5 
7  5:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 5 min  5  7.5 
8  5:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 10 min  10  15 
9  5:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 15 min  15  22.5 














































[9]  U.  Schatzschneider,  J.  Niesel,  I.  Ott,  R.  Gust,  H.  Alborzinia,  S.  Wolfl, 
ChemMedChem 2008, 3, 1104‐1109. 
[10]  C. Mari, V. Pierroz, S. Ferrari, G. Gasser, Chem Sci 2015, 6, 2660‐2686. 





















2016, 22, 18484‐18491; b).    J. D. Knoll, B. A. Albani, C. B. Durr, C. Turro,  J Phys 
Chem A 2014, 118, 10603‐10610. 
[20]  R.  E. Goldbach,  I.  Rodriguez‐Garcia,  J. H.  van  Lenthe, M. A.  Siegler,  S. Bonnet, 
Chem Eur J 2011, 17, 9924‐9929. 















































Abstract:  Two water‐soluble  ruthenium  complexes  [1]Cl2  and  [2]Cl2  are  described  that 
release  a  cytotoxic  nicotinamide  phosphoribosyltransferase  (NAMPT)  inhibitor  upon 
irradiation with a low dose (21 J cm‐2) of red light. Up to an 18‐fold increase in inhibition of 
NAMPT  activity was measured  upon  red‐light  activation  of  [2]Cl2, while  no  differences 
between activity  in  the dark and after  irradiation were observed  for  [1]Cl2. For  the  first 
time the dark and red light‐induced cytotoxicity of these photocaged compounds could be 
tested on  cells grown under hypoxic  conditions  (1% O2).  In  skin  (A431) and  lung  (A549) 
cancer cells a 3‐ to 4‐fold increase in cytotoxicity was found upon red light irradiation for 
[2]Cl2, when the cells were cultured and irradiated under normoxic conditions (21% O2) or 






















in  cancer  cells.[1]  Importantly,  high NAMPT  expression  in  different  types  of  cancer  has 
been associated with poor prognosis in cancer patients, which makes NAMPT a potential 
therapeutic  target.[2]  It  has  been  shown  that  NAMPT  inhibition  leads  to  reduction  of 
intracellular NAD+  levels, which can  induce apoptosis  in cancer cells.[2a, 3] However,  it has 
also been reported that targeting of NAMPT might lead to side effects such as blindness.[4] 
A  strategy  called  PhotoActivated ChemoTherapy  (PACT) might  solve  selectivity  issues.[5] 
PACT consists in hiding the toxicity of the compound with a caging agent that is released 
upon  irradiation  with  light  together  with  the  free  drug.[5b,  6]  Ruthenium  polypyridyl 
complexes are particularly promising photocaging groups as  they can be activated using 
visible light,[7] whereas most organic caging groups require UV light for activation.[8] Unlike 
photodynamic  therapy  (PDT),  a  clinically  approved  therapy  that  relies  on  the 
photocatalytic  activation  of  3O2  into 
1O2  by  a  photosensitizer,






due  to  deeper  tissue  penetration  (0.5‐1.0  cm),[10]  and  can  be  used with  higher  doses 
without  significant  light‐induced  cytotoxicity.[11]  Two  sterically  hindered  ruthenium 
photocaging scaffolds were chosen based upon earlier work by  the groups of Turro and 
Kodanko:[12]  [Ru(tpy)(dmbpy)(L)]2+  (tpy  =  2,2’;6’‐2”‐terpyridine;  dmbpy  =  6,6’‐dimethyl‐
2,2’‐bipyridine)  and  [Ru(tpy)(biq)(L)]2+  (biq  =  2,2’‐biquinoline).  Both  types  of  complexes 
have  an  absorption  band  that  extends  in  the  red  region  of  the  phototherapeutic 
window,[13] and photodissociate their ligand when the monodentate ligand L is a thioether 
or a pyridine moiety.[12a,  14] These scaffold were used  to cage STF‐31, a known cytotoxic 
organic  compound  containing a pyridine moiety,  for which  the  toxicity was  reported  to 
originate  from  inhibition  of  both NAMPT  enzyme  activity[15]  and  glucose  transporter  1 

















[Ru(tpy)(dmbpy)(Cl)]Cl[14]  and  [Ru(tpy)(biq)(Cl)]Cl,  respectively  (Scheme  6.2).  The  latter 
precursor  was  synthesized  in  high  yield  (90%),  starting  from  ruthenium  dimer 
[{Ru(tpy)Cl2}2].H2O.
[17]  Both  caged  inhibitors  were  isolated  as  PF6  salts,  purified  over 
Sephadex  LH‐20 and  converted  to  their  chloride  salt by  salt metathesis,  to afford  [1]Cl2 









One of the challenges  in PACT  is to find the  ideal balance between thermal stability and 
photoactivation  efficiency,  expressed  as  the  photosubstitution  quantum  yield  (ΦP). 
Previous research has shown that [Ru(tpy)(dmbpy)(SRR’)]2+ complexes are less stable and 
more photoreactive than the corresponding [Ru(tpy)(biq)(SRR’)]2+ compounds in water,[18] 
therefore  preventing  their  application  in  PACT.[19]  In  contrast,  Turro  et  al.  have 
demonstrated  that  complexes  with  L=pyridine  are  stable  enough  to  be  isolated  while 
retaining photosubstitution properties under  low‐energy  visible  light  (λirr > 590 nm).
[12b] 
The photoreactivity of  [1]Cl2  and  [2]Cl2  in water was  tested under  red  light  irradiation. 
Figure  6.1  shows  the  evolution  of  the  electronic  absorption  spectrum  of  [1]2+  upon 
activation  at 625 nm under deoxygenated  conditions  in H2O. The  initial metal‐to‐ligand 
charge transfer (1MLCT) band at 473 nm was gradually replaced by a new 1MLCT band at 







In  a  parallel  experiment  using  1H  NMR  spectroscopy  a  solution  of    [1]Cl2  in  D2O was 
irradiated using white light (> 610 nm). During irradiation the doublet of at 6.89 ppm was 
replaced by two doublets at 6.80 and 7.78 ppm, while the characteristic tBu singlet at 0.94 
ppm  disappeared,  confirming  photodissociation  of  STF‐31  (Figure  S.V.1).  The 
photosubstitution quantum yields (Φ625) were determined to be 0.057 at rt and 0.080 at 
37 °C. Where the higher quantum yield for photosubstitution at increased temperature is 
consistent  with  thermal  population  of  the  triplet  metal‐centred  states  (3MC)  via  the 
photochemically generated 3MLCT states.[12b] For [2]Cl2, irradiation at 625 nm resulted in a 












yield  Φ625  of  0.013  and  0.019  at  rt  and  37  °C,  respectively  (Table  6.1).  The  lower 













Top  left: [1]Cl2  in DMSO. Top right: [2]Cl  in DMSO. Bottom  left: [1]Cl2  in OptiMEM media + 10% DMSO. Bottom right: [2]Cl2  in 
OptiMEM media + 10% DMSO. Irradiations were carried out over fifteen minutes. Spectra were plotted using Origin Pro 9.1 and 
the baseline was subtracted. 
Table  6.1.    Absorption maxima  (λmax), molar  absorption  coefficients  at  λmax  (ε)  and  at  625  nm  (ε625),  photosubstitution 
quantum  yields  (Φ625)  at  298  and  310  K  in water, 













[1]Cl2  473 (8.1 x 103)  379  0.057 (0.080)  <0.005  2.2 (3.0) 








normoxic  conditions  (21% O2)  against  three human  cancer  cell  lines  (A549, MCF‐7,  and 
A431)  and  a  non‐cancerous  cell‐line  (MRC‐5).  [11]  two  plates were  treated with  STF‐31, 
[1]Cl2 or [2]Cl2, and after 6 hours  incubation one plate was  irradiated with red  light (628 
nm, 20.6 J∙cm−2) while the other was left in the dark. At t = 48 h medium was replaced. Cell 




Figure  6.3.  a).  Cell  growth  inhibition  effective  concentrations  (EC50  in  μM)  for  [1]Cl2,  [2]Cl2  in  the  dark  and  under  red  light 
irradiation in human cancer cells under normoxia (21.0% O2, 7.0% CO2) and hypoxia (1.0% O2, 7.0% CO2).  b). EC50 for STF‐31 and 







Under  normoxia  (Figure  6.3a),  STF‐31  appeared  to  be  highly  cytotoxic  in  all  cell  lines, 
including MRC‐5. Compound  [1]Cl2 also caused a great cytotoxic effect on all  cancerous 
cell  lines, but  its effect was  limited on the non‐cancerous MRC‐5 cell  line (EC50 > 20 μM). 
Importantly, a negligible difference was found between the irradiated and non‐irradiated 
wells. This result was  in great contrast  to  [2]Cl2, which was  less cytoxic against  the non‐
cancerous MRC‐5  cells  in  the  dark  (EC50  >  40  μM)  and  highly  toxic  (EC50  <  10  μM)  to 
cancerous  cells  after  irradiation, with  a marked difference  in  cytotoxicity between dark 
and  irradiated  cells  for  both  A549  and  A431.  Considering  the minimal  1O2  production 
(3.6%, Table 6.1), this effect is most likely attributed to the anti‐proliferative effect of the 
photoreleased STF‐31.  
To validate whether  the photocytotoxicity  could be ascribed  to photorelease of STF‐31, 
instead  of  PDT,  [1]Cl2,  [2]Cl2,  and  SFT‐31,  were  tested  under  hypoxia,  in  which 
1O2 
generation is impaired. We therefore modified our LED‐based irradiation setup[11] allowing 




consistent  with  earlier  reports  on  the  higher  resistance  of  hypoxic  cells  to 
chemotherapy.[22]  No  photocytotoxicity  was  observed  for  [1]Cl2.  However,  the 
photoindices found for [2]Cl2 under hypoxia (3.6 and 2.4 for A431 and A549 respectively) 
were identical to those found under normoxic conditions (3.3 and 2.6 for A431 and A549 

















using  glucose‐free medium,  followed  by  incubation  of  2  h  with  a  vehicle  control  (2% 
DMSO), 50 μM STF‐31, or 100 μM phloretin, a well‐known GLUT‐1 inhibitor.[25] Cells were 
then  treated  with  the  fluorescent  D‐glucose  analogue  NBDG,[26]  and  analyzed  by  flow 
cytometry (Figure S.V.6). STF‐31 showed a minimal glucose‐uptake inhibition compared to 
phloretin.[27] Therefore  the observed  cytotoxicity of  STF‐31  is most  likely not  related  to 
impaired glucose uptake and GLUT‐1  inhibition. The NAMPT enzyme activity  inhibition of 
STF‐31,  [1]Cl2, and  [2]Cl2, was  therefore determined using  the commercial Cyclex® assay 
after 1 h incubation of A549 cells with the irradiated or non‐irradiated compounds (Figure 
6.4b).  At  2  μM  concentration  STF‐31  showed  the  largest  effect  on  NAMPT  activity, 
confirming that it is a NAMPT inhibitor.[15a] Use of [2]Cl2 resulted in a dramatic reduction in 
NAMPT  activity  after  red  light  activation, whereas  the  non‐irradiated  sample  suffered 







its  high  NAMPT  inhibition  in  the  dark,  suggested  that  [1]Cl  is  thermally  unstable: 
Monitoring for 48 hours at 37 °C in the dark in OptiMEM® (Figure 6.5), showed that [1]2+ 
slowly  decomposes  to  [Ru(tpy)(dmbpy)(OH2)]
2+ while  [2]2+  remains  stable  (Figure  S.V.7, 
left  and  right).  This  result  is  in  contrast  to  the  report  of  Kodanko  et  al.  who  used 
[Ru(tpy)(dmbpy)]2+  to  cage  a  steroidal  CYP17A1  inhibitor.[12a]  According  to  our  results, 
[Ru(tpy)(N‐N)(L)]2+ complexes are only stable enough for PACT when the bidentate ligand 





IC50 in µM (Dark)  CI  IC50 in µM (Dark)  CI  IC50 in µM  CI  PI 












In conclusion, we have demonstrated  for  the  first  time  the potential of PACT  in hypoxic 
cancer  cells  using  a  photocaged  NAMPT  inhibitor. Whereas  under  hypoxic  conditions 
classical  PDT  type  II would not be  effective because of  the  absence of dioxygen,  [2]Cl2 
represents a promising form of photocaged drug, with a similar photoindex under hypoxia 
(1% O2)  as  in  normoxia  (21% O2).  Also,  this  compound  is  soluble  in water  and  can  be 




study  represents  the  first  example of PACT where  the phototoxicity  index measured  in 
hypoxic cancer cells with red light can be explained altogether by a low 1O2 quantum yield, 






solvents were collected  from a Pure Solve MD5  solvent dispenser  from Demaco. For all 














mass  spectrometer  (Thermo  Finnigan  LTQ Orbitrap)  equipped with  an  electrospray  ion 
source in positive mode (source voltage 3.5 kV, sheath gas flow 10, capillary temperature 
250  °C)  with  resolution  R  =  60000  at  m/z  400  (mass  range  m/z  =  150  –  2000)  and 
dioctylphtalate (m/z = 391.28428) as a lock mass. The high‐resolution mass spectrometer 
was  calibrated  prior  to  measurements  with  a  calibration  mixture  (Thermo  Finnigan). 





4‐[(Benzyloxycarbonyl)amino]methyl  benzoic  acid,  4:  To  a  cooled 
mixture (0 °C) of 4‐(aminomethyl)benzoic acid (10.0 g, 66.2 mmol)  in 




Et2O  (3 x 100 mL) affording  the  title  compound as a white powder  (15.7 g, 55.0 mmol, 





MHz,  [D6]DMSO)  δ  =  167.7  (C=O  COOH),  157.0  (C=O  CBz),  145.4  (Cq  Arom),  137.6  (Cq 












quenched with demi‐water  (200 mL). The  resulting precipitate was  filtered off, washed 
with water (3 x 50 mL) and Et2O (3 x 50 mL) affording 5 as an off‐white solid (10.9 g, 30.2 










[D6]DMSO)  δ = 166.2  (C=O CONH), 157.0  (C=O CBz), 145.0  (CH Arom), 144.4  (Cq Arom), 





4‐(aminomethyl)‐N‐(pyridin‐3‐yl)benzamide  (bromide  salt),  6: 
Compound  5  (6.03  g,  16.7 mmol) was  suspended  in  33% HBr  in 
acetic acid (90 mL, 0.19 M) and stirred under a dry atmosphere at 
room  temperature  for 3 h, after which  the precipitate was  filtered off and washed with 






(126 MHz, CD3OD)  δ = 168.0  (C=O CONH2), 140.9  (Cq Arom), 139.2  (Cq Arom), 137.7  (CH 
Arom), 135.1  (Cq Arom), 134.1  (CH Arom), 130.4  (CH Arom), 129.9  (CH Arom), 129.9  (CH 





yl)benzamide,   7  (STF‐31): To  a  suspension of 6  (632 mg, 
1.62  mmol)  in  dry  pyridine  (10  mL,  0.16 M)  was  added 






fine beige powder  (367 mg, 0.87 mmol, 54%). Rf = 0.61  (10% MeOH  in DCM);  IR  (neat): 




tBu);  13C  NMR  (126 MHz,  DMSO)  δ  =  165.5  (C=O  CONH2),  155.3  (Cq  Arom),  142.0  (CH 
Arom),  141.8  (Cq Arom),  137.9  (Cq Arom),  135.8  (Cq Arom),  132.9  (Cq Arom),  127.6  (CH 
Arom), 127.5  (CH Arom), 127.3  (CH Arom), 126.3  (CH Arom), 125.9  (CH Arom), 123.5  (CH 
Arom),  45.8  (CH2  Arom),  30.8  (3  x  CH3  tBu);  HRMS: m/z  calcd  for  [C23H25N3O3S  +  H
+]: 










[Ru(tpy)(biq)Cl]Cl,  [3]Cl2:  To  a  solution  of  Ruthenium  dimer 
[{Ru(tpy)Cl2 }2].H2O (199 mg, 0.230 mmol) in 1,2‐ethanediol (3 mL, 
0.08 M) was  added  2,2'‐biquinoline  (biq)  (119 mg,  0.462 mmol) 


















13C NMR  (126 MHz, CD3OD)  δ  =  161.9, 159.4,  159.0, 158.6,  152.5, 151.8,  151.2, 138.4, 
137.5, 136.4, 135.5, 130.7, 130.5, 130.4, 129.4, 129.1, 128.6, 128.4, 128.3, 127.0, 123.6, 




[Ru(tpy)(dmbpy)(STF‐31)]Cl2,  [1]Cl2:  To  a 
solution  of  [Ru(tpy)(dmbpy)Cl]Cl[14]  (204  mg, 
0,346 mmol) in deoxygenated EtOH/H2O (10 mL, 
2:1, 0.035 M) was added STF‐31 (178 mg, 0.420 
mmol)  and  AgPF6  (180  mg,  0.712  mmol)  the 
mixture was stirred at 80 °C for 4 h, after which 
it was  filtered  over  Celite  and  concentrated  in 
vacuo at 30  °C. The  crude product was directly 
purified  over  Sephadex  LH‐20  (acetone).  The  

















































Arom),  158.0  (Cq Arom),  156.1  (Cq Arom),  153.8  (CH Arom), 152.8  (CH Arom),  146.6  (CH 
Arom), 142.3  (Cq Arom), 142.3  (CH Arom), 138.8  (CH Arom), 138.7  (CH Arom), 138.2  (CH 
Arom),  137.9  (CH Arom), 137.8  (Cq Arom),  132.4  (Cq Arom), 128.7  (CH Arom),  128.7  (CH 
Arom), 128.6  (CH Arom), 128.4  (CH Arom), 127.6  (CH Arom), 127.5  (CH Arom), 126.9  (CH 
Arom), 126.6  (CH Arom), 125.8  (CH Arom), 125.6  (CH Arom), 125.2  (CH Arom), 124.5  (CH 
Arom), 124.2  (CH Arom), 123.6  (CH Arom), 122.0  (CH Arom), 121.7  (CH Arom), 46.0  (CH2 
Arom), 30.2  (3  x CH3  tBu), 24.0  (CH3 Arom), 22.3  (CH3 Arom); HRMS: m/z  calcd  (%)  for 
[C50H48N8O3RuSCl2




[Ru(tpy)(biq)Cl]Cl  (59.8  mg,  0,0904  mmol)  in 




filtered  hot  over  Celite,  and  concentrated  in 
vacuo at 30 °C. The crude product was purified 
over  Sephadex  LH‐20  (methanol).  The 
pink/purple  band  was  collected,  concentrated,  redissolved  in  a  minimal  amount  of 




















Arom),  152.2  (Cq Arom),  151.2  (Cq Arom),  148.2  (CH Arom), 143.9  (CH Arom),  143.2  (CH 
Arom), 141.0  (CH Arom), 140.3  (CH Arom), 140.2  (CH Arom), 140.0  (CH Arom), 139.4  (Cq 
Arom),  139.1  (Cq Arom),  138.3  (CH Arom),  133.8  (Cq Arom), 132.7  (CH Arom),  132.4  (CH 
Arom), 131.7  (Cq Arom), 131.4  (CH Arom), 130.8  (CH Arom), 130.4  (CH Arom), 130.0  (CH 
Arom), 130.0  (Cq Arom), 129.8  (CH Arom), 129.8  (CH Arom), 129.0  (CH Arom), 128.8  (CH 
Arom), 127.9  (CH Arom), 127.5  (CH Arom), 126.0  (CH Arom), 125.8  (CH Arom), 125.2  (CH 
Arom), 124.7 (CH Arom), 122.5 (CH Arom), 122.3 (CH Arom), 47.3 (CH2 Arom), 31.5 (3 x CH3 
Arom);  HRMS:  m/z  calcd  for  [C56H48N8O3RuSCl2
















The  photon  flux  was  extrapolated  from  the  average  ratio  between  the  photon  flux 
determined by  ferrioxalate  actinometry[29]  and  the  theoretical photon  flux of  the  same 
family of LEDs (413, 450 and 490) at a given power density and was calculated 1.32 x 10‐7 




5.4  x  103  M  cm‐1  and  ε500  =  3578  M  cm








The  setup,  measurement  and  calculation  were  carried  out  as  described  in  general 





Compounds  [1]Cl2  and  [2]Cl2 were  dissolved  in OMEM  (OptiMEM® without  phenol  red, 
supplemented with 0.2% (P/S), 0.9% v/v Glutamine‐S and 2.0% FCS) + 10% DMSO and pure 





















vis  spectrometer  over  48  hours with  an  interval  of  15 minutes while maintaining  the 
temperature  at  37  °C.  After  this  time  period  samples  were  frozen  solid  using  liquid 
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to  bond‐cleavage  and  the  release  of  an  aquated metal  species  Ru‐OH2  and  a  ligand  L 




and  DNA.  Under  physiological  conditions,  the  reactivity  of  these  substrates  towards 
[Ru(tpy)(bpy)H2O]
2+  may  lead  to  similar  adducts  as  observed  for  cisplatin,  potentially 
leading to cell toxicity. However, not all ruthenium compounds are toxic and the nature of 
the spectator ligands remaining bound to the metal after photosubstitution, play a critical 





Figure 7.1. Simplified diagram with principle of photoactivated  chemotherapy  (PACT)  in  inorganic  systems 
based on  ruthenium(II). Two dominant mechanisms are  illustrated: Left: Upon  light  irradiation, a  ligand or 
drug (L) is released resulting in an aquated ruthenium species which is either non‐toxic (PACT carrier) or toxic 
(PACT drug). Right: The ruthenium(II) polypyridyl species act as a PDT type I or II photosensitizer.  





In  Chapter  2 we  described  a  synthetic  approach  towards  every  positional  isomer  of  D‐








sulfonic  acid)  and  [Ru(bpy)2(L)]













glucose  ligand  and  their  coordination  to  the  highly  lipophilic  ruthenium  complex 
[Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+  ([1]2+,  tpy  =  2,2′:6′,2′′‐terpyridine,  dppn  =  benzo[i]dipyrido‐[3,2‐
a:2',3'‐c]phenazine)  is  presented,  together  with  toxicity,  uptake,  and  intracellular 
localization studies. The use of enantiomers allowed for an unbiased comparison between 
cytotoxicity  of  the  conjugates, while  comparing  a  glycon  versus  an  aglycon would  not 
account  for  their  different  physical  properties  and  in  particular  their  different  Log  Po/w 
values. Submicromolar cytotoxicity values were  found  for  [Ru(tpy)(dppn)(L)]2+ after blue 
light irradiation, which was attributed to the photorelease of [Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+. This 
activated  species  showed  a  remarkably  high  affinity  for  DNA  while  generating  high 
amounts  of  ROS  under  light  irradiation.  Interestingly,  the  D‐  or  an  L‐glucose‐ruthenium 
conjugates  showed  different  cytotoxicity  in  the  dark,  but  this  difference  could  not  be 
attributed to GLUT‐mediated uptake. The DNA light switch properties of these compounds 
revealed  identical  localization  in the mitochondria for both enantiomers.  Independent of 
the  cell  confluence,  of  the  addition  of  an ATP‐blocker  (sodium  azide), or  of  incubation 
time, both compounds were  taken up  in a similar manner. Therefore, uptake occurs via 
passive diffusion  for  these compounds, while  the difference  in cytotoxicity  is most  likely 
related  to  an  enantioselective,  post‐uptake  enzymatic  process,  such  as  active  efflux  or 
enzymatic breakdown of the β‐glycosidic bond of the ligand by a β‐glucosidase. Although 
the ruthenium‐glucose conjugates in this chapter were not taken up by GLUT transporters, 
the  selective  localization  of  the  prodrug,  the  very  high  affinity  for mitochondrial  DNA 




The  findings  described  in  the  previous  chapter  provided  an  incentive  for  a  thorough 






The  difference  between  photodynamic  therapy  and  photo‐activated  therapy  is  often 
unclearly  defined  in  the  literature  or  poorly  demonstrated.  By measuring  both  the  1O2 
generation quantum yield and the photosubstitution quantum yield of glycoconjugates of 
this  series  of  complexes,  some  insight  is  provided  in  this  chapter  between  these  two 
different modes of action. Structural modifications of the bidentate spectator ligands NN 
in  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  lead  to  completely  different  photochemical  and  biological  activity. 
One of  the most  important  findings described Chapter 4  is  that highly similar analogues 
[Ru(tpy)(dppz)(L)]2+ and  [Ru(tpy)(dppn)(L)]2+  induce photocytotoxicity  via PACT and PDT, 
respectively.  Also,  the  compound  [Ru(tpy)(dppn)Cl]Cl, was  found  to    be  very  cytotoxic 




is  an  excellent  PDT  sensitizer.  Other  findings  of  Chapter  4  are  that  only  one  of  the 
analogues  [Ru(tpy)(azpy)(L)]2+ and  [Ru(tpy)(pymi)(L)]2+  is photoactive, and  that  increased 
cellular  uptake  due  to  increased  lipophilicity  does  not  necessarily  warrant 





Due  to  the poor cytotoxicity of most complexes described  in Chapter 4, cyclometalated 
complexes  derived  from  the  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  scaffold  were  designed  as  alternative, 
monocationic PACT agents. Cyclometalated complexes often absorb at higher wavelengths 
than their non‐cyclometalated analogues, and they are often more cytotoxic. The plane of 
symmetry  in  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  complexes, which  includes  the  bidentate  ligand,  is  lost 
when  replacing  one  nitrogen  atom  of  the  terpyridine  with  a  carbon  atom.  Such 
replacement  induces  hence  chirality,  which  was  confirmed  by  the  synthesis  and 
separation  of  the  two  diastereoisomers  of  [Ru(phbpy)(phen)(SORR’)]+    (Hphbpy  =  6’‐
phenyl‐2,2’‐bipyridyl,  SORR’  =  (R)‐methyl  p‐tolylsulfoxide),  where  the  chiral 
cyclometalated  complex  is  bound  to  an  enantiomerically  pure  chiral  sulfoxide  ligand. 
Meanwhile,  the  thermal  and  photophysical  properties  were  investigated  of  racemic 
complexes  [Ru(phpy)(NN)(dmso‐kS)]+ with  increasing  annulated bidentate  ligands  (NN = 
bpy,  dpq,  phen,  dppz  and  dppn).  Compared  to  the  non‐cyclometalated  analogons 
described  in  Chapter  4,  these  cyclometalated  complexes  showed  a much  lower  ligand 
photosubstitution  efficiency,  and  the  ones  bearing  the  dppz  or  dppn  ligand  even 
completely lacked the ability to photorelease the monodentate ligand. Density functional 
theory  calculations  and  cyclic  voltammetry  further  revealed  that  the  diminished 
photoreactivity of  these complexes  is most  likely  the  result of a  larger gap between  the 
3MLCT  and  3MC  states,  making  thermal  population  of  the  3MC  state  from  the 








1O2 production and  ligand photosubstitution quantum yields were  found to be very  low, 




A  current drawback of  light‐activated  ruthenium(II) polypyridyl prodrugs  are  that  these 
drugs  are  usually  activated  with  wavelengths  that  fall  outside  the  range  of 
phototherapeutic window (600 – 850 nm).  In Chapter 3 – 5  it  is demonstrated that non‐
sterically  hindered  complexes  based  upon  the  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  or  [Ru(phbpy)(NN)(L)]+ 
architecture  can  be  activated with  blue  to  green  light.  Still,  these wavelengths  do  not 
penetrate  through  biological  tissues  very  well.  Although  upconverting  drug  delivery 
systems are currently being developed to overcome this problem,[2] they often have very 
low overall efficiency, making them complicated to use for therapy. In the past, Bonnet’s 





ligands,  but  much  higher  stability  in  the  dark.  In  Chapter  6,  two  complexes 
[Ru(tpy)(dmbpy)(L)]2+ and [Ru(tpy)(biq)(L)]2+ were used as PACT carriers to photocage the 
pyridine‐containing  ligand  STF‐31,  a  known  NAMPT  inhibitor.  Pyridine  binding  to  the 
ruthenium  center  generated  new  MLCT  bands  in  the  red  region,  which  allowed  for 
activating  these complexes using  red  light. We demonstrated  that  the molar absorption 
coefficients  and  photosubstitution  quantum  yield  at  body  temperature  (37  °C)  is  high 
enough  for  these  compounds  to  be  fully  activated  within  10  min  irradiation.  Most 
importantly,  for  the  first  time  a  demonstration  of  PACT  under  hypoxia  is  given. 
[Ru(tpy)(biq)(STF‐31)]2+ was tested under low dioxygen concentration (1%) using a specific 





In  this  thesis  new  light‐activated  compounds  based  upon  the  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  or 
[Ru(phbpy)(NN)(L)]+ scaffold are described, which were tested against human cancer cell 









D‐glucose  ligand,  after  coordination  to  ruthenium,  leading  to  the  corresponding 
ruthenium(II)  polypyridyl  glycoconjugates. GLUT‐mediated  uptake was  not  detected  for 
any  of  these  complexes,  which may  be  due  either  to  a  too  short  or  too  long  linker 
between the thioether donor atom and the glucose moieties, or to the charge and overall 
hindrance of  the  ruthenium  fragment  that may prevent,  in  the conjugate,  interaction of 
glucose  with  the  GLUT  transporter.  Notwithstanding,  the  glucose  moiety  significantly 
improved  the  water  solubility  of  these  compounds,  allowing  for  the  study  of  the 
photoreactivity  of  these  complexes  independent  of  the  lipophilicity  of  the  bidentate 
ligand. By  studying a wide variety of  ligands, we  found  that  complexes based upon  the 
[Ru(NNX)(NN)(L)]2+/1+  (X=N  or  C‐)  scaffold  can  act  either  as  a  PACT  drug,  or  as  a  PACT 
carrier,  or  as  a  PDT  drug, while  apparent minor modifications  of  these  complexes  had 
major  impact  on  their  photoreactivity  and  (photo)cytotoxicity.  Last  but  not  least,  we 





D‐glucose  in  Chapter  2  is  the  use  of  freshly  prepared  dimethyldioxirane  (DMDO).  The 
synthesis of  this compound  is arduous and only  relatively  small quantities can be made 
safely  at  a  laboratory  scale,  therefore  preventing  the  synthesis  of  this  compound  on  a 







We  have  demonstrated  in  Chapter  3  that  glycoconjugates  based  upon  the 
[Ru(tpy)(dppn)(SRR’)]2+ scaffold where SRR’ bears a triethyleneglycol bridge between the 
thioether  ligand and  the glucose moiety are not  transported via GLUT. However,  the D‐ 
and  L‐glucose  derivatives  showed  different  cytotoxicity  in  the  dark.  These  findings 
implicate that a post‐uptake process such as hydrolysis by a β‐glucosidase  is responsible 
for this difference  in cytotoxicity. This observation opens up new routes towards the use 
of  glucosidase  inhibitors  in  PACT.  For  example,  the  cyanogenic  glycoside  D‐amygdalin 







(6, Figure 2)  is not used  in chemotherapy  is the ubiquitous expression of glucosidases  in 
both  normal  and  cancer  cells.  An  idea  is  proposed  here,  where  modification  of  this 
structure  by  coordination  to  ruthenium  would  prevent  enzymatic  processing  by  a  β‐







5  are  promising  for  future  use  in  PACT.  However,  a  current  drawbacks  of  these 
compounds is their low ligand photosubstitution quantum yield. A proposed improvement 
would  be  to  introduce  a  substituted  bidentate  ligand  that  leads  to  a  more  sterically 
congested complex, as demonstrated for polypyridyl complexes bearing biq and dmbpy in 
Chapter  6.  As  depicted  in  Figure  3,  introducing  steric  hindrance  in  cyclometalated 
complexes  [7]+  and  [8]+ may  reduce  the  ligand  field  splitting  and hence  lower  the  3MC 
state,  making  the  latter  more  easily  (thermally)  accessible  from  the  photochemically 
generated  3MLCT  state and  leading  to higher  ligand exchange efficiency.   The observed 
(photo)cytotoxicity for these complexes could not be attributed to DNA interaction and/or 
1O2  generation.  Future  fractionation  experiments  to  determine  the  location  of  these 










Figure  3.  Proposed  sterically  hindered  ruthenium(II) 
cyclometalated PACT compounds. 
As  described  in  Chapter  6  one  of  the  observed  disadvantages  of  the  compound 
[Ru(tpy)(biq)(STF‐31)]2+  was  its  relatively  low  photocytoxicity  index.  Although  the 
cytotoxicity under irradiation cannot be improved, the high cytotoxicity in the dark could 
possibly  be  reduced  by  further  lowering  the  log  Po/w  of  the  prodrug.  A  general  trend 







Figure  4.  Proposed  modification  of  ruthenium‐
photocaged caged NAMPT inhibitor.  







































were  connected with optical  fibers  from Avantes  (Apeldoorn,  The Netherlands), with  a 
diameter  of  200‐600  μm.  For  each  measurement,  2  mL  of  sample,  consisting  of  the 
compound  in  CD3OD, was  placed  in  a  stirred  111‐OS macro  fluorescence  cuvette  from 
Hellma  in  a  CUV‐UV/VIS‐TC  temperature‐controlled  cuvette  holder  from  Avantes.  The 
sample was  allowed  to  equilibrate  at  293  K  for  5 minutes.  Emission  spectroscopy was 
performed with  a  450  nm  fiber‐coupled  laser  (Laser  system  LRD‐0450  from  Laserglow, 
Toronto, Canada), which was  set  to  50 mW  at  the  cuvette  (4 mm beam diameter; 0.4 
W.cm‐2)  at  a  90°  angle  with  respect  to  the  spectrometer.  The  excitation  power  was 
measured  using  a  S310C  thermal  sensor  connected  to  a  PM100USB  power  meter 
(Thorlabs). The infrared emission spectrum was visualized from 1000 nm to 1700 nm with 
an  Avantes  NIR256‐1.7TEC  spectrometer,  for  the  phosphorescence  experiment  the 
emission  spectrum was  visualized  from 300  to 900 nm with  an Avantes 2048L  StarLine 








Avalight‐DHc  halogen‐deuterium  lamp  (Avantes)  as  light  source  (turned  off  during 
emission spectroscopy) and an Avantes 2048L StarLine UV‐Vis spectrometer as detector, 
both connected to the cuvette holder at a 180° angle. No difference in UV‐Vis absorption 
spectrum was  found due  to exposure  to  the blue  laser, showing  that  the singlet oxygen 












nm  (always kept below 0.1 for a 1 cm path  length), E  is the  integrated emission peak of 
singlet oxygen at 1270 nm, and sam and std denote the sample and standard, respectively. 
 





                Equation S.I.2 
 
where φem  is  the quantum yield of phosphorescence, A450  is  the absorbance at 450 nm 



















red) were purchased  from Gibco® Life Technologies. Trypan blue  (0.4%  in 0.81% sodium 
chloride and 0.06% potassium phosphate dibasic  solution) was purchased  from BioRad. 
Plastic  disposable  flasks  and  96‐well  plates  were  purchased  from  Sarstedt.  Cells  were 
counted using a BioRad TC10 automated cell counter with Biorad Cell Counting Slides. UV‐













Cell  irradiation  setup.  The  cell  irradiation  system  consists  of  a  Ditabis  thermostat 
(980923001) fitted with two flat‐bottom microplate thermoblocks (800010600) and a 96.‐
LED array fitted to a standard 96‐well plate. The 450 nm LED (OVL‐3324), fans (40 mm, 24 




Cells were  seeded at  t = 0  in 96‐well plates at a density of 5  x 103  (A549) and 8  x 103 
(MCF7) cells/well in a volume of 100 µL of Opti‐MEM® complete without phenol red and 
incubated  for  24  h  at  37  °C  and  7%  CO2.  After  this  period,  100  µL  of  six  different 
concentrations  (1 – 100 µM for dark plates, 0.1 – 10 µM for  irradiated plates) of freshly 
prepared  stock  solutions of  [D‐2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2    in Opti‐MEM were  added  to  the 
wells  in  triplicate.  Plates were  incubated  in  the  dark  for  an  additional  24  h.  After  this 
period the media in each well was refreshed, and half of the plates were irradiated for 5 
minutes with blue  light (454 ± 11 nm, 10.5 ± 0.7 mW  ∙ cm‐2, 3.2  ∙ J cm−2 ± 0.2), while the 
other half was kept  in the dark under otherwise  identical conditions. After  irradiation all 
plates were placed back  in the  incubator and  incubated for an additional 48 hours. Then 
the cells were fixed by adding 100 μL of cold trichloroacetic acid (TCA, 10% w/v)  in each 











using Excel and GraphPad Prism® as  follows. The absorbance data  from  three  technical 
triplicate wells per concentration were averaged. Relative cell viabilities were calculated 
by dividing  the  average  absorbance of  treated wells by  the  average  absorbance of  the 
untreated wells. Three independent biological replicates were completed for each cell line 
(three  different  passage  numbers  per  cell  line).  The  average  cell  viability  of  the  three 
biological  replicates was plotted  versus  the  logarithm of  the  concentration  in  μM, with 
standard deviation error of each point. Using the dose‐response curve for each cell line in 
dark  and  irradiated  conditions,  the  effective  concentration  EC50  (defined  as  the 
concentration  of  drug  that  gives  a  half‐maximum  effect) was  calculated  by  fitting  the 
curves using a non‐linear regression function with fixed Y maximum (100%) and minimum 







The  partition  coefficient  between  n‐octanol  and  water  (Log  Pow)  were  determined 






MilliQ‐saturated n‐octanol  (n‐octanol  saturated MilliQ  for  complexes  insoluble  in water) 
was added. The mixture was shaken in a GFL 3016 reciprocating shaker at 60 rpm for 1 h 
while protecting the compounds from  light and then centrifuged for 10 minutes at 2000 











































Figure  S.II.2.  Time‐integrated  emission  spectra  of  [Ru(bpy)3]Cl2 















Agarose  gel  electrophoresis  was  used  to  assay  the  photoinduced  binding  and 
photocleavage of pUC19 plasmid using  [D‐2](PF6)2. A 5X  tris‐boric acid  (TBA) buffer  (45 
mM tris(hydroxymethyl)aminomethane and 45 mM boric acid, pH = 7.4) was used  in the 









complex  [D‐2](PF6)2  in  PB,  and  35.6  μL  PB.  Dark  and  irradiated  DNA  controls  were 
prepared using 4 μL pUC19 DNA and 36 μL PB. The dark and irradiated samples were run 
in  parallel  using  the  same  LED  irradiation  setup  above.  Each  sample  was  loaded  into 

















Lane  Description  Time of irradiation (min)  Light dose (Jcm−2) 
1  λ MW marker  0  0 
2  DNA control, 37 °C, dark  0  0 
3  DNA control, 37 °C, irradiated  15  9.5 
4  400:1 BP:MC, 37 °C, dark  0  0 
5  400:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 1 min  1  0.6 
6  400:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 3 min  3  1.9 
7  400:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 5 min  5  3.2 
8  400:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 10 min  10  6.3 
9  400:1 BP:MC, 37 °C, irradiated 15 min  15  9.5 












All  images  using  the  20x  air  objective were  acquired  using  an  Olympus  IX81  inverted 
microscope system, Figures S.II.5‐S.II.10. Fluorescence and emission imaging of the control 
cells  and  metal  complex  treated  cells  was  performed  using  488  nm  excitation. 
Fluorescence imaging of DAPI stained cells was performed using the DAPI filter block (350 






A549  cells were  used  for microscopy  imaging  experiments.  Cells were  seeded  (100  μL 






II.2.5 Visualization  (20x obj.)  of  the  time‐dependent  incubation of  [D‐2](PF6)2  and  [L‐
2](PF6)2 
A549  cells  were  seeded  at  1  ×  105  cells/well  in  three  ibidi  1  μ‐slide  8‐well  ibiTreat 
chambers. Cells were  incubated  for 24 h  (37  °C, 7% CO2)  and  then  treated with  a  final 
concentration of 25  μM of  [D‐2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2.  The  cells were  incubated  in  the 
presence of metal complexes  for 4, 6, and 24 h, Figure S.II.5. Media was  refreshed and 


















and  [L‐2](PF6)2  treated  A549  cells,  fluorescence 
of DAPI co‐stained cells, and the overlay showing 







II.2.6 Visualization at 4 h  incubation of  [D‐2](PF6)2 and  [L‐2](PF6)2 with  lower  seeding 
density 
To  determine  if  a  higher  ratio  of  metal  complex  to  cell  population  influenced  the 
localization of the complexes, A549 cells were seeded at 6 × 103 cells/well in an ibidi 1 μ‐
slide  8‐well  ibiTreat  chamber.  Cells were  incubated  for  24  h  (37  °C,  7%  CO2)  and  then 

















concentration)  for one hour prior  to  treatment with media or  [D‐2](PF6)2 or  [L‐2](PF6)2. 









wells  (30  s  exposure  to  488  nm  irradiation,  followed  by  imaging).  All  images  were 
processed in the same fashion. 
 
Figure  S.II.8.  A549  cells  imaged  (20x  obj.)  after  no  incubation  or 
(pre)incubation with NaN3  and  [D‐2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2.  Images  show 
negligible  difference  in  the  presence  or  absence  of  NaN3  strongly 
supporting  that  the  complexes  utilize  a  facilitated  diffusion  uptake 
mechanism. 
II.2.8 Emission microscopy, 100x objective 
Emission  and  fluorescence  imaging  using  a  100x  objective  was  performed  using  a 
customized  Zeiss  Axiovert  S100  Inverted Microscope  setup.  The microscope was  fitted 
with a Zeiss 100 x Plan Apochromat 1.4 NA oil objective and an Orca Flash 4.0 V2 sCMOS 
camera from Hamamatsu, which together produced images with pixel size of 69 nm. The 
camera  exposure  time was  250 ms.  For  direct  excitation  and  emission  imaging  of  [D‐
2](PF6)2  and  [L‐2](PF6)2,  a    488  nm  laser  was  used.  For  fluorescence  microscopy  of 
MitoTracker  Deep  Red  (MTDR),  an  LRD‐0635‐PFR‐00200‐01  LabSpec  635nm  Collimated 
Diode  Laser  (Laserglow  Technologies,  Toronto,  Canada) was  used  as  excitation  source, 
combined with a Chroma ZT405/532/635rpc dichroic beam splitter. All  laser beam spots 












































A549 cells were seeded at 6 × 104 cells/well  in an  ibidi 1 μ‐slide 8‐well  ibiTreat chamber. 
Cells were incubated for 24 h (37 °C, 7% CO2) and then treated with a final concentration 
of 25 μM of [D‐2](PF6)2 and [L‐2](PF6)2. The metal complexes for were incubated for 24 h 


























Figure  S.II.12. MCF‐7  cells  (10  x  obj.).  From  top  left  to  bottom  right: MCF‐7  cells  after  96 
hours.  Top left: MCF‐7 cells in the dark after 96 hours; Top right: MCF‐7 cells treated with 20 
µM of [D‐2](PF6)2 after 96 hours; Bottom left: MCF‐7 cells, irradiated with blue light (455 nm, 









































All  reflection  intensities were measured  at  110(2)  K  using  a  SuperNova  diffractometer 
(equipped with Atlas detector) with Cu Kα radiation (λ = 1.54178 Å) for [3a]Cl and [5a]Cl 
and  with Mo  Kα  radiation  (λ  =  0.71073  Å)  for  [4a]Cl  under  the  program  CrysAlisPro 





Cryojet  (manufactured by Oxford  Instruments).   The H atoms were placed at calculated 









two  orientations,  and  the  occupancy  factor  of  the  major  component  of  the  disorder 
refines to 0.768(7). 
 
[5a]Cl:  The  structure  is  mostly  ordered.    The  crystal  that  was  mounted  on  the 
diffractometer was  twinned.   The  twin  relationship corresponds  to a  twofold axis along 
the [0.9830 0.1273 0.1321] reciprocal axis.  The BASF scale factor refines to 0.2154(6).  The 
crystal  lattice contains a fair amount of partially occupied and disordered  lattice ethanol 
molecules.    As  the  crystal  is  twinned  and  diffracted  poorly,  the  contribution  of  those 





















































































































































































DNA  control,  37  °C,  irradiated,  4  =  5:1  BP:MC,  37  °C,  dark,  5  –  9  =  1,  3,  5,  10  and  15 min 

























































base), were  purchased  from  Sigma Aldrich.  Fetal  calf  serum  (FCS) was  purchased  from 
Hyclone. Penicillin and streptomycin were purchased from Duchefa and were diluted to a 
100  mg/mL  penicillin/streptomycin  solution  (P/S).  Trypsin  and  Opti‐MEM®  (without 
phenol  red) were purchased  from Gibco® Life Technologies. Trypan blue  (0.4%  in 0.81% 
sodium  chloride  and 0.06% potassium phosphate dibasic  solution) was purchased  from 
BioRad. Plastic disposable  flasks and 96‐well plates were purchased  from Sarstedt. Cells 






















under  hypoxic  conditions  a  Tokai  Hit®  stage  top  incubator  (INUBG2ETFP‐WSKM)  with 





conditions  the  same  LED  array was placed directly on  top of  the well plates  (with  lid), 
leading  to  slightly higher power density  at  the  level of  the  cell monolayer,  as  reported 
earlier  (34.4 ± 1.7 mW cm‐2).[1]  In  such  conditions, 15 min of  red  light  irradiation under 










Figure  S.V.4.  Top  left:  LED  irradiation  system  fitted with  red  LED  array.  Top  right:  Hypoxic  digital  gas mixer  and  stage  top 





brown and purple)  red  light  irradiation.Top:  [1]Cl2 and  [2]Cl2  left  in  the dark. 










The  treatment  protocol was  carried  out  as  described  in  our  previous  paper[2] with  the 
following modifications: Cells were  treated with aliquots of  test compounds dissolved  in 
OMEM with the exception of STF‐31 which was dissolved in 1% DMSO in OMEM, with final 










determined  as  the  mean  of  three  independent  biological  experiments,  with  three 
technical triplicates for each biological replicate. Results are summarized in table S.V.1.  
 












EC50  CI  PI  EC50  CI  PI  EC50  CI  EC50  CI 
A549  20  0  8.9  +2.7  0.93  20.3  +2.9  2.6  4.4  +2.1  4.8  +0.89 
‐2.1  ‐2.5  ‐1.5  ‐0.76 
20  20.6   9.6  +2.1  7.7  +1.4  4.2  +1.7  ‐ 
‐1.8  ‐1.2  ‐1.3 
1  0  20.6  +9.4  1.2  45.6  +9.1  2.4  10.8  +5.7  7.5  +1.7 
‐6.0  ‐7.3  ‐3.7  ‐1.4 
1  20.6  17.9  +6.4  18.7  +5.8  ‐  ‐ 
‐4.6  ‐4.3 
A431  20  0  5.9  +2.1  0.67  23.6  +4.2  3.3  2.9  +0.79  6.6  +0.94 
‐1.7  ‐3.5  ‐0.66  ‐0.81 
20  20.6  8.8  +2.4  7.1  +2.0  3.2  +0.73  ‐ 
‐1.9  ‐1.7  ‐0.73 
1  0  10.7  +4.2  1.1  34.6  +3.8  3.6  21  +7.2  11.6  +2.2 
‐3.0  ‐3.5  ‐5.1  ‐1.8 
1  20.6  9.9  +3.3  9.6  +2.1  ‐  ‐ 
‐2.5  ‐1.6 
MCF‐7  20  0  12.7  +4.8  1.3  20.5  +3.6  1.6  4.8  +2.6  10.6  +1.9 
‐3.6  ‐3.1  ‐1.8  ‐1.5 
20  20.6  16.8  +4.3  13.1  +1.5  6.2  +2.5  ‐ 
‐3.4  ‐1.3  ‐1.8 
MRC‐5  20  0  26.1  +10.2  1.3  45.8  +11.9  2.4  11.8  +4.0  5.9  +1.4 
‐6.9  ‐9.3  ‐3.0  ‐1.1 















of  2‐[N‐(7‐nitrobenz‐2‐oxa‐1,3‐diazol‐4‐yl)  amino]‐2‐deoxy‐D‐glucose  (2‐NBDG,  Cayman 
Chemical Company) in MilliQ was added. At t = 3 h, media was removed and each well was 
washed with cold PBS twice and cells were trypsinized (500 uL), glucosefree medium with 
2.5 %  FCS was added  (500 µL) and  the  content of  the well were  transferred  to 1.5 mL 
Smart‐Lock Eppendorf® Cups. After centrifugation  (5 min, 1200 RCF, rt), the supernatant 
was gently  removed,  cells were  resuspensed  in 0.5 mL DMEM glucosefree medium and 
transferred  to  a  96‐well  plate with  V  =  200  µL  per well. One  out  of  two  groups were 
stained  with  prodium  iodide  (PI)  with  cfinal  =  1  µg/mL.  Flow  cytometry  analysis  was 
performed within 30 minutes on a FACSCanto II (Becton Dickinson, Franklin Lakes, NJ). The 
cells were examined on 4 different parameters: relative size (Forward Scatter), granularity 
or  internal complexity  (Side Scatter), and FITC‐A  (λex = 488 nm,  λem = 530 ± 15 nm) and 
APC‐A  (λex = 633 nm, λem = 660 ± 10 nm) for 2‐NBDG and PI, respectively. Ten thousand 
events were  recorded  in  the gated  region within 100  seconds, and data were analyzed 
















The  Cyclex® NAMPT  assay  (Sanbio  BV  Biologicals) was  carried  out  as  described  in  the 
company manual using method II with the following modifications: Half the concentration 
of each component  in  the kit was used  to allow measurements over a  longer period of 
time and  to prevent oversaturation of  the absorbance  for  the  control wells. The  IC50 of 




determined using  linear  regression during  the  linear  range  (0‐10 minutes) and  then  the 
slope of  regression  lines was plotted  against  compound  concentration. Using  the dose‐
response curve the inhibition concentration IC50 (defined as the concentration of drug that 
inhibits the enzyme activity by 50%) was calculated by fitting the curves using a non‐linear 
regression  function  with  fixed  Y  maximum  (100%)  and  minimum  (0%)  (relative  cell 




















Figure  S.V.8.  Left: A450 of  formazan  against  time  (s)  at different  concentrations of  STF‐31,  [2]Cl2‐dark  and  [2]Cl2‐light..  [2]Cl2 

































voor dit probleem  is het  lokaal  activeren  van  zogenoemde  ‘prodrugs’ met  een  externe 
stimulus, zoals  licht. Zichtbaar  licht (400 – 650 nm) kan tot een centimeter door de huid 
doordringen, waardoor  er  kan worden  gereguleerd waar  en wanneer de drugs worden 
geactiveerd.  Dit  biedt  mogelijkheden  om  vormen  van  kanker  te  behandelen  waar 
conventionele therapieën geen uitkomst bieden.  In het veld van bioinorganische chemie 







het  menselijke  lichaam  aanwezige  verbindingen  als  amines,  thioethers  of  purines  en 
pyrimidines, die aanwezig zijn in aminozuren, RNA, en DNA. Onder fysiologische condities 
kan  de  reactiviteit  van  deze  biologische moleculen met  [Ru(tpy)(bpy)H2O]
2+  leiden  tot 
adducten  zoals  deze worden  gevormd met  cisplatina,  hetgeen mogelijkerwijs  leidt  tot 
celdood. Echter, niet alle rutheniumverbindingen zijn toxisch en de rol van de liganden die 
achterblijven  na  fotosubstitutie  speelt  een  kritische  rol  in  de  cytotoxiciteit  van  het 




Figuur  1.  Versimpeld  diagram  van  het  principe  van  foto‐geactiveerde  chemotherapie 
(PACT) gebaseerd op  ruthenium(II) verbindingen. Twee verschillende mechanismen zijn 
afgebeeld: Links: Na bestraling met  licht wordt een  ligand of drug (L)  losgelaten waarbij 








Dit  proefschrift  beschrijft  de  synthese  van  nieuwe  foto‐geactiveerde  chemotherapie 
(PACT)  drugs  gebaseerd  op  het  [Ru(tpy)(NN)L]n+ manifold  en  de mogelijke  biologische 
toepassing hiervan als medicijn tegen kanker.  
 
In  hoofdstuk  2  is  de  synthese  beschreven  voor  het  onafhankelijk modificeren  van  elke 
positie  (O1‐O6)  van  D‐glucose met  een methylthioether  groep.  Deze  verbindingen  zijn 
vervolgens  gebruikt  als  liganden  voor  niet‐toxische,  maar  fotoactieve  ruthenium 
complexen  met  de  formule  [Ru(tpy)(bpy)(L)]2+,  [Ru(S‐tpy)(bpy)(L)]+  (S‐tpy  =  [2,2':6',2''‐
terpyridine]‐4'‐sulfonzuur) en [Ru(bpy)2(L)]
2+. Het  idee achter deze benadering was om te 
bepalen welke modificaties worden  getolereerd door  zogenoemde  glucose‐transporters 
(GLUTs). De belangrijkste uitdaging in dit werk was de synthese van respectievelijk de 2‐O 
en  de  4‐O  gemodificeerde  suikers,  omdat  de  geïntroduceerde  functionele  groep 
(methylthioether) het gebruik van benzyl(ideen) beschermgroepen onmogelijk maakte.  
 
Conventionele methoden om  glucoseopname  te bepalen  via GLUTs maken  gebruik  van 
competitieve  inhibitie met GLUT‐inhibitoren  zoals  floretine. Bij deze benadering  zijn de 
condities  die  worden  gebruikt  voor  de  analyse  van  cytotoxiteit  echter  niet  volledig 
nagebootst, wat de interpretatie van deze experimenten bemoeilijkt. In hoofdstuk 3 wordt 
een methode beschreven waarmee  is onderzocht of een  glucoseconjugaat  actief wordt 
opgenomen door een glucose‐transporter   door de efficientie van de opname van  twee 
chemisch equivalente glucose‐enantiomeren  (D/L) met elkaar te vergelijken. De synthese 
van  de  conjugaten  wordt  beschreven,  waarbij  de  thioether  gefunctionaliseerde 






corrigeren  voor  het  verschil  in  chemische  structuur,  polariteit  en  hydrofiliciteit. 
Submicromolaire  waarden  voor  cytotoxiciteit  zijn  gevonden  voor  [Ru(tpy)(dppn)(L)]2+, 
welke  zijn  toegeschreven  aan  de  fotodissociatie  van  L,  resulterend  in  de  verbinding 
[Ru(tpy)(dppn)(OH2)]
2+. Dit geactiveerde deeltje heeft een bijzonder hoge  affiniteit  voor 
binding  aan  DNA,  terwijl  tegelijkertijd  grote  hoeveelheden  reactieve  zuurstofdeeltjes 
worden gegenereerd door bestraling met licht. Opmerkelijk genoeg is gevonden dat de D‐ 
en L‐glucose‐rutheniumconjugaten niet even cytotoxisch zijn  in het donker, maar kan dit 
verschil  niet  worden  toegeschreven  aan  opname  via  een  glucose‐transporter.  Uit 
lokalisatiestudies  bleek  dat  beide  complexen  aanwezig  waren  in  de  mitochondrieën. 
Onafhankelijk  van  het  stadium  van  de  groeifase,  de  toevoeging  van  een  remmer  van 
oxidatieve fosforylering (natrium azide) of de incubatietijd, werden beide verbindingen in 
dezelfde mate opgenomen. Dit duidt erop dat opname van deze complexen waarschijnlijk 






enzymatisch  proces  na  opname,  zoals  verschil  in  snelheid  van  uitscheiding  of  het 
enzymatische afbreken van de  β‐glycosidische band door een  β‐glucosidase. Hoewel de 
ruthenium‐glucoseconjugaten  die  beschreven  zijn  in  dit  hoofdstuk  niet  worden 
opgenomen door glucose‐transporters, maken de selectieve  lokalisatie van de prodrugs, 
de  hoge  affiniteit  die  zij  hebben  voor  mitochondriaal  DNA  en  de  efficiëntie  voor  de 
productie  van  singletzuurstof  van  deze  complexen  (0.71)  hen  bijzonder  geschikte 
kandidaten voor fotodynamische therapie (PDT).  
 
Op  basis  van  de  bevindingen  beschreven  in  het  hoofdstuk  3,  wordt  in  hoofdstuk  4 
gerapporteerd hoe  zestien verschillende  complexen gebaseerd op het  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+ 
manifold  uitgebreid  bestudeerd  zijn  op  zowel  hun  biologische  activiteit  en  opname  in 
kankercellen  als  hun  fotochemische  eigenschappen.  Hierbij  is  vooral  gekeken  naar  het 
verschil  tussen  fotodynamische  therapie  en  PACT.  Door  zowel  de  productie  van 
singletzuurstof als de efficiëntie van  fotosubstitutie  te meten,  is  inzicht verkregen  in de 
manier  waarop  deze  metaalcomplexen  werken.  Structurele  veranderingen  van  het 
bidentaat  ligand  NN  in  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  leiden  tot  verschillende  fotochemische  en 
biologische activiteit. Een van de belangrijkste bevindingen beschreven  in hoofdstuk 4  is 
dat de  structureel  gelijkende  analogons  [Ru(tpy)(dppz)(L)]2+  (dppz  = dipyrido[3,2‐a:2',3'‐
c]phenazine)  en  [Ru(tpy)(dppn)(L)]2+  fotocytotoxiciteit  veroorzaken  door  respectievelijk 
een  PACT‐  en  PDT‐mechanisme.  Ook  bleek  het  complex  [Ru(tpy)(dppn)Cl]Cl  sterk 




2+  wordt  verkregen,  hetgeen  een  sterke  PDT‐verbinding  is,  zoals 
beschreven  in hoofdstuk 3. Andere bevindingen beschreven  in dit hoofdstuk zijn dat van 
de  analogons  [Ru(tpy)(azpy)(L)]2+  (azpy  =  2‐(phenylazo)pyridine)  en  [Ru(tpy)(pymi)(L)]2+ 
(pymi = ((E)‐N‐phenyl‐1‐(pyridin‐2‐yl)methanimine) alleen de laatste fotoreactief is en dat 
verhoogde  intracellulaire  opname  in  kankercellen  niet  per  sé  leidt  tot  verhoogde 
(foto)cytotoxiciteit.  Een  belangrijke  bevinding  is  dat  de  verbinding 
[Ru(tpy)(dppn)(SRR’)](PF6)2,  beschreven  in  hoofdstuk  3,  een  unieke  prodrug  is  welke 
volgens zowel het PACT‐ als PDT‐mechanisme werkt.  
 
De  meeste  metaalcomplexen  beschreven  in  hoofdstuk  4  bleken  niet  cytotoxisch  na 
activering  met  licht.  Nieuwe  metaalcomplexen  gebaseerd  op  het  in  dit  proefschrift 
beschreven  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  manifold  zijn  daarom  ontworpen  als  alternatieve, 
monokationische  PACT‐verbindingen.  De  gecyclometalleerde  complexen  die  in  de 
literatuur  zijn  beschreven  absorberen  vaker  bij  een  langere  golflengte  dan  niet‐
gecyclometalleerde verbindingen. Tevens zijn ze vaak meer cytotoxisch voor kankercellen. 
Omdat  de  symmetrie  in  het  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  manifold  vervalt  wanneer  een  van  de 






koolstofatoom, ontstaat een  chirale  verbinding.  In hoofdstuk 5  is beschreven hoe  twee 
diastereoisomeren  gebaseerd  op  [Ru(phbpy)(phen)(SORR’)]+  (Hphbpy  =  6’‐phenyl‐2,2’‐
bipyridyl,  SORR’  =  (R)‐methyl  p‐tolylsulfoxide)  zijn  gesynthetiseerd  en  van  elkaar  zijn 
gescheiden  op  een  chirale  kolom.  Tevens  is  er  een  uitgebreide  studie  gedaan  naar  de 
fotofysische  eigenschappen  van  racemische  mengsels  van  complexen  gebaseerd  op 
[Ru(phpy)(NN)(dmso‐kS)]+ met een toenemende grootte van het aromatisch systeem van 
de  bidentaat  liganden  (NN  =  bpy,  dpq,  phen,  dppz  and  dppn,  dpq  =  pyrazino[2,3‐
f][1,10]phenanthroline, phen = 1,10‐phenanthroline). In vergelijking tot de tpy analogons 
beschreven  in  hoofdstuk  4, hebben  deze  gecyclometalleerde  complexen  een  veel  lager 
fotosubstitutierendement. Voor de complexen met het bidentaat  ligand dppz of dppn  is 
de  mogelijkheid  tot  fotodissociatie  zelfs  volledig  afwezig. 
Dichtheidsfunctionaaltheorieberekeningen en cyclische voltammetrie hebben verder laten 
zien  dat  de  verminderde  fotoreactiviteit  van  deze  complexen  het  resultaat  is  van  een 
groter  verschil  in  energie  tussen  de  3MLCT  (triplet  metaal‐naar‐ligand 
ladingsoverdrachttoestand)  ‐  en  3MC‐toestand  (triplet  metaalgecentreerde  toestand), 
waardoor  thermische  populatie  van  de  3MC‐toestand  vanuit  de  gegenereerde  3MLCT 
aangeslagen  toestand  minder  waarschijnlijk  is.  De  bredere  absorptieband  van  deze 
complexen stond  toe dat drie van hen kunnen worden geactiveerd met groen  licht  (520 
nm)  in  A549  and  MCF‐7  cellen,  waarbij  submicromolaire  fotocytoxiciteit  kon  worden 
bewerkstelligd.  Dit  moet  waarschijnlijk  worden  toegeschreven  aan  een  PDT  type‐I 




vallen  (600  –  850  nm).  In  hoofdstuk  3  –  5  is  beschreven  dat  niet  sterisch‐gehinderde 
complexen  gebaseerd  op  [Ru(tpy)(NN)(L)]2+  of  [Ru(phbpy)(NN)(L)]+  kunnen  worden 
geactiveerd  met  blauw  of  groen  licht.  Deze  golflengten  hebben  echter  een  beperkte 
penetratiediepte in weefsel. Hoewel er systemen worden ontwikkeld om rood licht om te 
zetten naar blauw licht, is de efficiëntie van fotoactivering vaak laag waardoor toepassing 
in biologische  systeem problematisch blijft.  In het  verleden heeft de  groep  van Bonnet 
sterisch‐gehinderde  rutheniumverbindingen  gesynthetiseerd  gebaseerd  op 
[Ru(tpy)(NN)(L)]2+, met  6,6′‐dimethyl‐2,2′‐dipyridyl  (dmbpy)  of  2,2’‐biquinoline  (biq)  als 
bidentaat  ligand. Hoewel een hoog kwantumrendement voor fotodissociatie kon worden 
verkregen wanneer een thioether als monodentaat  ligand (L) werd gebruikt, bleken deze 
verbindingen  erg  instabiel  en  dus  niet  geschikt  te  zijn  om  te  worden  gebruikt  als 
fotoactieve  prodrugs.  Sterische,  niet  gehinderde  pyridine  liganden  (L)  daarentegen, 
hebben een lager kwantumrendement voor fotodissociatie, maar zijn veel stabieler in het 
donker.  In  hoofdstuk  6  worden  de  twee  complexen  [Ru(tpy)(dmbpy)(STF‐31)]2+  en 






nicotinamide  phosphoribosyltransferase)  STF‐31  als  monodentaat  ligand  bevatten.  De 
binding  van  de  pyridinegroep  van  STF‐31  aan  het  ruthenium(II)‐centrum  resulteerde  in 
nieuwe  1MLCT absorptiebanden, waardoor activatie met dieper doordringend  rood  licht 
mogelijk werd. Ondanks  de  relatieve  lage molaire  absorptiecoëfficient  voor  rood  licht, 
kunnen deze verbindingen binnen tien minuten volledig geactiveerd worden door de hoge 
efficiëntie  voor  fotosubstitutie  bij  lichaamstemperatuur  (37  °C).  Er  is  gekeken  naar  het 
effect  van  [Ru(tpy)(biq)(STF‐31)]2+  op  cellen  bij  zowel  normale  (21%)  als  lage 
zuurstofconcentraties (1%); de resultaten  laten zien dat het vrijmaken van de verbinding 
STF‐31  leidt  tot  een  fotocytotoxisch  effect  onder  zowel  hypoxische  als  normoxische 
condities. Het feit dat dit gebeurt zonder verlies van fotocytoxiciteitindex, (de ratio tussen 
de  celdood  in  het  donker  en  in  het  licht)  –  hetgeen  wel  zou  gebeuren  bij 
zuurstofafhankelijke fotodynamische therapie ‐ is de eerste demonstratie van de potentie 
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